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Diese Untersuchung des für die Atmung essentiellen Enzyms Succinatdehydrogenase wurde 
an beiden Membransystemen von zwei Cyanobakterien-Spezies durchgeführt da hier die 
atmungsaktiven Membranen nicht durch Kompartimentierung voneinander getrennt 
vorliegen, ja sogar teilweise die gleichen Strukturen sind die für die Photosynthese verwendet 
werden. Die Photosynthese findet bei diesen Organismen ausschließlich in der 
intracytoplasmatischen Membran statt, die in Thylakoidstapel gefaltet ist. Nur Gloeobacter 
violaceus hat hierbei eine Sonderstellung, da bei dieser Spezies keine intrazellulären 
Thylakoidstapel vorhanden sind, alle membrangebundenen Prozesse finden an/in der 
Cytoplasmamembran statt. Die respiratorischen Strukturen finden sich jedoch in beiden 
untersuchten Membransystemen, also auch in der Cytoplasmamembran. Um nun die 
Unterschiede und Gemeinsamkeiten des Atmungsprozesses in CM und ICM zu analysieren 
wurden die zu einem bestimmten Zeitpunkt (log-Phase des Cyanobakterien-Wachstums) 
geernteten Zellen aufgebrochen und die entsprechenden Membranen wurden gereinigt. Mit 
diesem Material ließen sich nun photometrische Untersuchungen mittels Zwrei-
Wellenlängen-Photometrie durchführen, um durch den indirekten Nachweis (die Reduktion 
von Cytochrom cox) den Umsatz des respiratorischen Substrates Succinat zu messen. Durch 
wiederholte Ermittlung des Verhältnisses von Cytochrom cred zu Cytochrom cgesamt wurde 
dann der Verlauf der durch Succinat-Zugabe ermöglichten Atmung bestimmt. Diese Versuche 
wurden wiederholt durchgeführt, dann wurde die Succinatmenge variiert um somit eine Kurve 
für die Aktivität des untersuchten Enzyms Succinat-Dehydrogenase zu ermitteln. Die 
vorliegende Arbeit wurde nach beschriebener Vorgangsweise an Synechocystis sp. (PCC 
6803) und Synechococcus sp. (PCC 6301) jeweils an CM und ICM durchgeführt. 
Die Aktivität des untersuchten Enzyms in den verschiedenen untersuchten Membranen belief 
sich auf: 
Synechococcus ICM: KM= 0,167mmol; vmax=0,354mmol/(min*mg Protein) 
Synechococcus CM: KM= 0,369mmol; vmax=0,520mmol/(min*mg Protein) 
Synechocystis ICM: KM= 0,252mmol; vmax=0,438mmol/(min*mg Protein) 
Synechocystis CM: nicht auswertbar 
 
Um einen Vergleich zum gesamt-organismischen Vorgang zu erhalten wurde auch eine 
weitere Messmethode, die Radiorespirometrie, verwendet. Hierbei wird einer 
Ganzzellsuspension radioaktiv markiertes Substrat vorgelegt, um dann das respiratorische 
Endprodukt (CO2) aufzufangen und die Menge an radioaktiv markiertem Kohlenstoff zu 
vergleichen. 
Der Umsatz an markiertem Substrat belief sich auf: 
Synechococcus: 
 % C14 aus CO2 
Succinatkonzentration Succinat +10mM KCN +2mM Malonat 
2,5mM 3,16324182 0,32704412 3,89075133 
5mM 1,74074004 0,17919155 1,46581891 




 % C14 aus CO2 
Succinatkonzentration  +10mM KCN +8mM Malonat +10mM KCN 
+8mM Malonat 
2,5mM 1,70255916 0,50817699 1,92214734 0,35597276 
5mM 1,07358803 0,19705936 1,34137889 0,37043819 
7,5mM 1,16678915 0,16902903 1,07367942 0,23293535 
Diese Versuchsreihen zeigten dass Succinat unter Bedingungen die die Zellen zur Atmung 
zwingen (verdunkelte Reaktionsgefäße) umgesetzt wird und dass Cyanid als Hemmstoff des 
Komplex IV die Umsatzrate senkt. Dass der kompetitive Inhibitor Malonat zu keiner 
signifikanten Reduktion des nachgewiesenen C14 aus dem markierten Succinat führte lässt auf 
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Vor 2 Milliarden Jahren trat erstmals freier atmosphärischer Sauerstoff auf [3, 7], was eine 
Vielzahl von Folgen hatte. Zu den wichtigsten zählt, dass durch die Bildung der Ozonschicht 
ein Schutzschild vor DNA-schädigender UV-Strahlung aufgebaut wurde und die aerobe 
Respiration als im Vergleich mit der anaeroben Fermentation effizientere Form der 
Energiegewinnung möglich wurde. Die Cyanobakterien (giech. κυανεoς = blau) sind zu 
einem Großteil am Entstehen der sauerstoffhältigen Atmosphäre beteiligt gewesen [18, 7], sie 
waren die ersten Lebewesen, die entsprechende Mengen O2 freisetzen konnten. Die 
Chronologie des atmosphärischen Sauerstoffs ist in Abb. 1.1 dargestellt. 
Mikrofossilien und Stromatholithen stellen als Fossilien, die auf bis zu 3,2 Milliarden Jahren 
an Alter datierbar sind, den ältesten Nachweis cyanobakteriellen Vorkommens dar [65, 3]. 
Also vergingen 1,2 Milliarden Jahre Erdgeschichte, in denen die chemische Reduktion von 
hauptsächlich im Wasser gelösten Sulfiden und Ferro-Eisen vorherrschten, bevor die 
Cyanobakterien genügend Sauerstoff für eine „oxische“ Atmosphäre gebildet hatten. 
Es sollten noch weitere 400 Millionen Jahre vergehen bis sich die ersten Eukaryonten [27] 
entwickelt hatten, deren in Kompartimente unterteilte Zellen Spielraum für viele weitere 
Entwicklungen bereit halten. Sehr wichtig für die Entwicklung komplexer Eukaryonten ist die 
Überschreitung des Pasteur-Punktes (0,6% Sauerstoff in der Atmosphäre). 
Das Überschreiten dieses Punktes zog große Vorteile für aerobe Spezies anaeroben gegenüber 
nach sich. Die Entwicklung der Ozonschicht in der höheren Atmosphäre ist ein spezielles 
Detail, das in diesem Auszug aus der Geschichte der sauerstoffhältigen Atmosphäre den 
Schlusspunkt darstellen soll. Diese wichtige und derzeit etwas angeschlagene Schicht bildet 
sich ab einer Sauerstoffkonzentration von 2% (Berkner-Marshall-Punkt[4]). 
Für den Menschen und andere aerobe Lebewesen durchaus erfreulich war das Auftreten von 
Sauerstoff für viele anaerobe Formen wie die Methanogenen [77] hoch toxisch [8, 36]. Selbst 
aerobe Lebewesen benötigen spezielle Entwicklungen zum Schutz vor Sauerstoff, speziell vor 
den ROS (reactive oxygen species). So wurden detoxifizierende Enzyme wie die Superoxid 




















Alter in Mrd. Jahren 
Abbildung 1.1: Entwicklung der atmosphärischen Konzentration an Sauerstoff im Laufe der Erdgeschichte. 
P.A.L., present atmospheric level (21% v/v). Die kurze Periode in der die Sauerstoffkonzentration auf 35 % (v/v) 




1.2 Bioenergetik der Cyanobakterien 
 
Die Cyanobakterien sind sowohl was die Diversität als auch was die evolutionäre Bedeutung 
und den ökologischen Erfolg betrifft die größte Mikroorganismengruppe der Welt. Im Reich 
der Prokaryotae, das aus Archeas und Eubakterien besteht sind sie bei den Eubakterien 
eingeordnet und besitzen einen bioenergetisch höchst interessanten photo- litho- autotrophen 
Metabolismus. Durch die aerobe oxygene Photosynthese assimilieren die Cyanobakterien 
über den Calvin reduktiven Pentosephosphatweg atmosphärisches Kohlendioxid, CO2, und 
durch Wasserspaltung wird Sauerstoff, O2, produziert. Als für Cyanobakterien, Algen und 
Pflanzen gleichermaßen gültiges Grundschema zur Photosynthese gilt: 
 




Wie auch bei Algen und Pflanzen wird bei Cyanobakterien ein Teil des produzierten 
Sauerstoffs veratmet, was dann im Schema die Umkehrreaktion zur Photosynthese wäre. 
Hierbei wird Glukose zu Kohlendioxid oxidiert und Sauerstoff reduziert. 
Schwerpunkt meiner Arbeit war die Untersuchung der Succinat:Chinol Oxidoreduktasen, 
neben NAD(P)H-Dehydrogenasen und Hydrogenasen eine der wichtigen primären 
Oxidoreduktasen, die also ein wichtiges Atmungsenzym darstellt. 
Séguin und Lavoisier waren die ersten, die schon 1789 die Atmung als langsame Form der 
Verbrennung erkannten. Natürlich trifft das nur für die aerobe Form der Atmung zu. 
Generell ist jede Form der Respiration ein Vorgang der in der Zelle über eine in der Membran 
eingebettete Atmungskette erfolgt, wobei Elektronen horizontal innerhalb der Membran über 
die verschiedenen teilnehmenden Enzyme und Elektronen-Carrier zu einem terminalen 
Elektronen-Akzeptor übertragen werden. 
Dieser terminale Akzeptor variiert bei der anaeroben Form der Atmung stark, bei der aeroben 
ist es hingegen immer Sauerstoff, O2. Dieser horizontale Elektronentransport ist über das 
elektrochemische Protonenpotential an die Phosphorylierung von ADP (Adenosindiphosphat) 
mit anorganischem Phosphat gekoppelt [35]. Vor allem Warburg, Wieland und Keilin 
leisteten Pionierarbeit in der Entschlüsselung der Bedeutung der einzelnen Komponenten. 
Eukaryonten besitzen Mitochondrien als spezielles Kompartiment für die Atmung, in 
Cyanobakterien muss dieser Vorgang auch ohne Organellen in den gleichen Membranen von 
der Photosynthese streng getrennt stattfinden. Bei Cyanobakterien unterscheidet man die 
dabei enzymatisch relevanten Membranen rein morphologisch in CM (cytoplasmatische 
Membran), die Zellmembran, und ICM (intracytoplasmatische Membran), die sich im Inneren 
der Zelle in Thylakoide faltet. Respiratorische Aktivität wurde in beiden Membranen bereits 
nachgewiesen [56], allerdings besitzt nur die ICM, die Thylakoidmembran, zusätzlich das für 
die Photosynthese wichtige Chlorophyll a, und ist somit allein die für die Photosynthese 
verwendete Membran [33]. 
Am low-potential-end der aeroben cyanobakteriellen Atmung befinden sich Hydrogenasen 
[49], NAD(P)H-Dehydrogenasen [11, 71] und die von mir untersuchten Succinat:Chinon 
Oxidoreduktasen. Von den Hydrogenasen der Cyanobakterien kennt man zwei grundlegend 
unterschiedliche Formen [50]: die photosynthetische in der ICM [42] und die bidirektionale, 
respiratorische in der CM [43]. Der nötige Wasserstoff für die Atmung wird hauptsächlich aus 
dem NAD(P)H bezogen. Während Säuger-Mitochondrien nur das Pyrimidinnukleotid NADH 
verwerten können beziehen Cyanobakterien auch aus dem NADPH Elektronen. 
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Schon 1980 wurde ein Versuch unternommen, Succinatoxidation nachzuweisen, doch die 
Ergebnisse waren nicht im signifikanten Bereich [45]. Als jedoch durch die 
Genomsequenzierung und Sequenzvergleiche Homologie zu Succinatdehydrogenase (SDH) 
anderer Spezies zu Tage brachten [25, 26] wurde wieder intensiver an dieser Thematik 
gearbeitet. 
Die Elektronendonoren werden also von den primären Oxidoreduktasen oxidiert und diese 
übertragen die Elektronen auf Chinone, die als lipophile Elektronencarrier in der Membran 
diffundieren und die Elektronen an den Komplex III abgeben. Hydrophiles Cytochrom c stellt 
also die Brücke zwischen dem Komplex III und der terminalen Cytochrom c Oxidase dar, wo 
die Elektronen letztendlich an den terminalen Elektronenakzeptor Sauerstoff abgegeben 
werden [64]. 
Protonen werden währen dem gesamten horizontalen Elektronentransport vektoriell durch die 
Membran geschleust: zuerst wenn die Elektronen die NAD(P)H-Dehydrogenase passieren, 
danach beim Cytochrom b6c-Komplex und abschließend noch einmal bei der terminalen 
Oxidase. 
Dadurch entsteht ein Protonengradient, der die F0-F1-ATP-Synthase zur Phosphorylierung 
von ADP mit anorganischem Phosphat zu ATP bewegt [34]. 
Sinn dieser Arbeit ist es die Enzymkinetik und somit die Aktivität der Succinat:Chinon 
Oxidoreduktase bei den beiden Cyanobakterien-Spezies Synechocystis sp. (PCC 6803) und 
Synechococcus sp. (PCC 6301) zu messen. Da bei beiden Spezies das Genom vollständig 
sequenziert wurde und Sequenzhomologien zu Succinat-Dehydrogenasen anderer Spezies 
festgestellt wurden [24] lag das Interesse dieser Untersuchung in der Frage wie weit dieses 
Enzym in atmenden Membranen dieser beiden Spezies aktiv ist. 
Die Methoden für diese Experimente stellen Radiorespirometrie und Zwei-Wellenlängen-
Photometrie dar. Somit wurden einige Testreihen mit ganzen Zellen die unter 
respirationsbegünsigenden Bedingungen geerntet wurden und einige mit aufgereinigten 
Membranen solcher Zellen durchgeführt. Zusätzlich wurden die Auswirkungen von 












Ökologie, Taxonomie, theoretisches Hintergrundwissen zu Cyanobakterien und deren  
Aufbau sind in Kapitel 2 beschrieben. Auch die wichtigsten Stoffwechselwege werden darin 
skizziert. Besonders Stickstoff-, Lipid- und Energiemetabolismus werden erläutert, dabei 
besonders Atmung und Photosynthese. Der Taxonomiebereich stellt die fünf Sektionen der 
Cyanobakterien anhand von Unterscheidungsmerkmalen und beispielhaften Spezies vor. 
 
Die oxidative Phosphorylierung stellt den Inhalt von Kapitel 3 dar. Die einzelnen 
Komponenten der cyanobakteriellen Atmungskette werden nach kurzen einleitenden Worten 
vorgestellt. Ihre Bedeutung und das Zusammenwirken dieser Bausteine zur respiratorischen 
Energiegewinnung werden verdeutlicht. Dabei wird besonderes Augenmerk auf die 
Succinat:Chinon-Oxidoreduktase gelegt. Die chemiosmotische Theorie nach Mitchell wird als 
allgemein anerkannte Grundlage für die Erklärung der energetischen Verhältnisse und 
Abläufe verwendet. 
 
Der experimentelle Teil dieser Arbeit wird in Kapitel 4 erläutert, in theoretischer Hinsicht. 
Die Grundlagen für die Zucht, die Ernte und das Aufreinigen der cyanobakteriellen 
Membranen und deren spektralphotometrische und radiorespiratorische Untersuchungen 
werden kurz vorgestellt. Auch die hier verwendete Methode zur Bestimmung der 
Proteindichte in der untersuchten Lösung, der Test nach Bradford, wird kurz erläutert. 
Kritische Hinweise auf die Schwierigkeiten bei der Arbeit mit solch sensiblen Organismen 
und Messmethoden sollen der Nachvollziehbarkeit der vielen Wiederholungen der Versuche 
und der oftmals vorgenommenen Absicherungen durch Blindproben dienen und die 
Objektivität der Arbeit nicht beeiflussen. 
 
Kapitel 5 präsentiert dann die Ergebnisse der Versuche mit zusammenfassenden Grafiken und 
erklärenden Beschreibungen der einzelnen Testreihen. Die radiorespiratorischen Erkenntnisse 
machen dabei den Anfang, gefolgt von Hemmstoffanalyse an ganzen Zellen, wieder 
radiorespiratorisch ermittelt. Darauf folgen die Aktivitätsbestimmungen der Succinat-
Dehydrogenase mittels Zwei-Wellenlängen-Spektralphotometrie, und den Abschluss bilden 




Der Diskussion der erhaltenen Werte und daraus folgenden theoretischen Modellen ist dann 
Kapitel 6 gewidmet. 
 
Die Berechnung der Enzymkinetik anhand der Michaelis-Menten-Gleichung und das 
Lineweaver-Burk-Diagramm werden in Appendix A vorgestellt und abgeleitet. 
 
Die Ergebnisse der 2-Wellenlängen-Photometrie die zur Ermittlung der KM- und vmax–Werte 







· ADP Adenosin-5´-Diphosphat 
· ATP Adenosin-5´-Triphosphat 
· BSA Bovine Serum Albumin 
· CM Cytoplasmamembram 
· Cyt c Cytochrom c 
· DMSO Dimethylsulfoxid 
· DNase I Desoxyribonuklease I 
· EDTA Ethylendiamintetraessigsäure 
· FAD+/FADH2 Flavin-Adenin-Dinukleotid (oxidiert/reduziert) 
· Fe-S Eisen-Schwefel 
· FMN Flavinmononukleotid 
· FQR Fumarat-Chinol-Reduktase 
· ICM Intracytoplasmatische, oder Thylakoid- Membran 
· K+M Kratz und Myers 
· KCN Kaliumcyanid 
· KM Michaeliskonstante 
· LPS Lipopolysaccharid 
· Mr relative Molekulargewicht 
· NAD+/NADH Nikotinamid-Adenin-Dinukleotid (oxidiert/reduziert) 
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· NADP+/NADPH Nikotinamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat (oxidiert/reduziert) 
· NDH NADH-Dehydrogenase 
· ox. oxidiert 
· PET photosynthetischer Elektronentransport 
· PCC Pasteur Culture Collection 
· PMSF Phenylmethylsulfonyfluorid 
· red. reduziert 
· RET respiratorischer Elektronentransport 
· SDH Succinatdehydrogenase 
· SQR Succinat Chinon Reduktase 
· TTFA 2-Thenoyltrifluoroaceton 









Cyanobakterien werden auch Blau- oder Blaugrünalgen oder Blaugrünbakterien genannt, sind 
aerobe phototrophe oxygene Bakterien der Gruppe Gracilicutes aus dem Reich der 
Eubakterien, haben also eine Gram-negative Zellwand (siehe Abbildung 2.1) und bilden mit 
Hilfe von Sonnenlicht O2. Das geschieht nach der Formel: 
 
12 H20 + 6 C02   C6H1206 + 6 02 + 6 H20       (2.1)  
 
Außer der Photosynthese verfügen die Cyanobakerien auch noch über den Mechanismus der 
Atmung. Die aerobe Respiration verbraucht dabei einen Teil des in der Photosynthese 
produzierten Sauerstoffs. Eine zusätzliche Besonderheit mancher Cyanobakterien ist, dass sie 
zur Reduktion des CO2 nicht auf H2O angewiesen sind sondern wie auch verschiedene andere 
phototrophe Bakterien H2S nutzen können, was bei der anoxygenen Photosynthese passiert. In 





Cyanobakterien stellen die größte Gruppe der Gram-negativen Bakterien dar. Früher wurden 
sie aufgrund der unterschiedlichen Pigmente (Karotinoide, Phycobiline, Chlorophyll a), die 
sie besitzen und aufgrund der oxygenen Photosynthese zu den Algen gezählt; deshalb auch 
der Name Cyanophyceae und die botanische Nomenklatur innerhalb der Cyanobakterien. Erst 
1974 wurde von Stanier der Name „Cyanobakterien“ für diese Prokaryonten vorgeschlagen. 










Abb. 2.1: Hier sind die drei Domänen des Lebens basierend auf 16S rRNA-Sequenzvergleichen schematisch 
dargestellt [1]. Um die Grafik überschaubar zu halten wurden nur Gattungen und Ordnungen eingetragen. 
 
 
2.2.1 Sektion I (Ordnung Chroococcales) 
 
Die Chroococcales sind einzellig, besitzen eine runde oder ovale Form und vermehren sich 
großteils durch binäre Spaltung oder asymmetrische Teilung, auch Knospung genannt. Die 
symmetrischen Teilungen können in ein, zwei oder drei Ebenen stattfinden. Kolonien dieser 
Cyanobakterien werden durch so genannte Scheiden zusammengehalten. 
Die Chroococcales sind relativ einfach in ihrem Aufbau, ihre genetische und physiologische 
Diversität ist allerdings sehr hoch. 
Synechococcus, Gloeothece, Synechocystis, Gloeocapsa und Gloeobacter vermehren sich 








2.2.2 Sektion II (Ordnung Pleurocapsales) 
 
Diese Cyanobakterien führen, für Prokaryonten unüblich, zur Vermehrung multiple 
Zellteilungen durch, woraus die Baeocyten (bot. Nanocyten, Endosporen), kleine 
Tochterzellen, entstehen. Mehrere hundert dieser Baeocyten können bei einem 
Reproduktionsschritt entstehen, was von der Art des Cyanobakteriums und dessen 
Wachstumsbedingungen abhängt. 
Pleurocapsales sind einzeln oder in Aggregaten anzutreffen, eine zweite fibröse 
Zellwandschicht umgibt ihre reifen Zellen. 
Die Vermehrung der Dermocarpa findet rein durch multiple Spaltung statt, während bei 
Dermocarpella, Myxosarcina und Pleurocapsa auch binäre Spaltung vorkommt (siehe 
Abbildung 2.2b). 
 
2.2.3 Sektion III (Ordnung Oszillatoriales) 
 
Oszillatoriales sind filamentöse Cyanbakterien, ihre Trichome breiten sich durch binäre 
Teilungen in einer einzigen Ebene aus. Diese Fäden bestehen rein aus vegetativen Zellen. 
Heterocysten und Akineten kommen nicht vor. Die Zellen besitzen keine Scheide; sie 
bewegen sich durch gleiten fort. 
Spirulina und Arthrospina formen helikale Trichome (Abb. 2.2c) während Lyngbya, 
Pseudoanabaena und Phormidium in geraden Fäden vorkommen. 
 
2.2.4 Sektion IV (Ordnung Nostocales) 
 
Nostocales vermehren sich durch binäre Teilung in einer einzigen Ebene, treten filamentös 
auf und formen in Abwesenheit von gebundenem Stickstoff einige N2 fixierende Heterocysten 
im Trichom. Einige Arten bilden auch Akineten (Dauerzellen), um Trockenheit oder Kälte zu 
widerstehen. Zur Verbreitung brechen die Trichome ab oder formen Homorgonien (kurze 
Trichomabschnitte). 
Nostoc (Abb. 2.2d), Calothrix und Scytonema bilden Homorgonien während Anabaena, 






2.2.5 Sektion V (Ordnung Stigonometales) 
 
Stigonometales sind wie die Nostocales filamentös und bilden N2 fixierende Heterocysten. 
Die beiden Sektionen unterscheiden sich lediglich in der Art der Vermehrung. Ältere 
Trichomzellen führen binäre Teilungen in mehr als einer Ebene durch. Die Verbreitung dieser 
Cyanobakterien findet wieder durch Brechen der Trichome, Keimung von Akineten und 
Bildung von Homorgonien statt. 
Chlorogloeopsis bildet Homorgonien, Fischerella (Abb. 2.2e) bildet Trichome mit 




Abbildung 2.2: Morphologische Vielfalt der Cyanobakterien: die fünf wichtigsten morphologischen Typen von 
Cyanobakterien. a) Einzellig, Gloeocapsa, Phasenkontrast; eine einzelne Zelle hat 5-6μm. b) Kolonienbildend, 
Pleurocapsa, Phasenkontrast. c) Filamentös, Oscillatoria, Hellfeld; eine einzelne Zelle ist circa 15μm breit. d) 
Filamentös, heterozystisch, Nostoc, Phasenkontrast, eine einzelne Zelle ist circa 5μm breit. e) Filamentös 






Diese Gram-negativen Bakterien besitzen eine äußere Membran, eine innere und eine 
Thylakoidmembran, die sich sowohl in Form als auch in Funktion voneinander unterscheiden 
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[17]. In Abb. 2.3 ist dieser Aufbau zu sehen. Umhüllt werden die Cyanobakterien von einer 
Schleimschicht aus kohlenstoffreicher Glycokalyx, die möglicherweise vor Astrocknung 
schützen soll. Sie ist je nach Spezies unterschiedlich stark ausgeprägt. Bemerkenswert ist die 
starke Bindung der Glycokalyx an die äüßere Membran, die allerdings keine enzymatische 
Interaktion aufweist. Zwischen äußerer und innerer Membran befindet sich eine 
Peptidoglykanschicht, die den äußeren vom inneren periplasmatischen Raum trennt, den 
Cyanobakterien mechanische Stabilität verleiht und für die Form der Zellen verantwortlich 
ist. Außerdem spielt diese Schicht, die bei Cyanobakterien im Vergleich zu anderen Gram-
negativen Bakterien sehr stark ausgeprägt ist, eine wichtige Rolle im Proteintransport, vor 
allem der Membranprotein-Komplexe (Tabelle 2.2). Die Zellwand ähnelt in der chemischen 
Zusammensetzung mehr der der Gram-positiven als der der Gram-negativen Bakterien. Die 
Plasmamaembran, auch Cytoplasmamembran (CM) genannt, trägt CO2-transporter und auch 
respiratorische Enzyme. Im Inneren der Zellen befindet sich die intracytoplasmatische 
Membran (ICM), die auch als Thylakoidmembran bezeichnet wird und in der 
photosynthetischer und respiratorischer Elektronentransport stattfindet [46]. Die Thylakoide 
sind im Abstand von rund 60-70nm parallel zueinander angeordnet. 
 
Sektion Gattung 
Sektion I - einzellig: einzelne Zellen oder Aggregate Gloeothece, Gloeobacter, Synechococcus, 
Cyanothece, Gloeocapsa, Synechocystis, 
Chamaesiphon 
Sektion II - Pleurocapsales: reproduzieren sich durch 
Bildung von Baeozyten 
Pleurocapsa, Myxosarcina, Xenococcus, 
Dermocarpa, Chrococcidiopsis, Dermocarpella 
Sektion III - Oscillatoria: filamentöse Zellen, Teilung 
durch binäre Spaltung in einer Ebene Teilen 
Oszillatoria, Spirulina, Arthrospira, Lyngba, 
Microcoleus, Pseudoanabaena 
Sektion IV - Nostocales: filamentöse Zellen, die 
Heterozysten produzieren 
Anabaena, Nostoc, Calothrix, Nodularia, 
Cylindrosperum, Scytonema 
Sektion V - verzweigt: Zellen teilen sich , um 
Verzweigungen zu bilden 
Fischerella, Stigonema, Chlorogloeopsis, 
Hapolisiphon 








2.4. 1 Heterozysten 
 
Diese Zellen fixieren atmosphärischen Stickstoff (N2), werden also vor allem bei Mangel an 
Ammoniak (NH4+) und Nitrat (NO3-) gebildet. Sie besitzen eine stark ausgeprägte 
Polysaccharidschicht (Abb. 2.4a und b), durch die hindurch Nährstoffe mit anderen Zellen des 
Trichoms ausgetauscht werden [32]. Vor allem gebundener Stickstoff , meist in Form von 
Glutamin, wird von den Heterozysten an die vegetativen Zellen des Trichoms weitergeleitet, 
während diese die Heterozysten mit Kohlenstoffverbindungen versorgen. Vollständig 
differenzierte Heterozysten besitzen keine Phycobiliproteine und kein funktionsfähiges PS II, 
sie können also nur über PS I photosynthetisch ATP erzeugen. 
 
2.4. 2 Akineten 
 
Zur Überwindung von widrigen Situationen, vor allem Flüssigkeits- und Temperaturstress, 
bilden Cyanobakterien ebenso wie eine Vielzahl anderer Mikroorganismen Dauerstadien, so 
genannte Akineten. Die Zellwand dieser Zellen ist besonders dick (Abb. 2.4c) und sie sind 
stark pigmentiert. Diese Dauerzellen können im Trichom (interkalare Position) oder an dessen 









Komponenete Lokalisation Molekulargewicht Referenz 
Ascorbat-Peroxidase TM 32kDa Miyaki und Asada (1992) 
ATP-Synthase F0 CM, TM 150kDa Feng und McCarthy (1990) 
Karotenoproteine OM, CM 45kDa Engel et al. (1991) 
 CM 42 Reddy et al. (1989) 
Cytochrom b6f PM, CM 100, 200bkDa Kraushaar et al. (1990) 
   Bald et al. (1992) 
   Cramer et al. (1992) 
 CM, TM 320bkDa Tsiotis et al. (1992) 
Cytochrom b556 TM 14bkDa Cramer et al. (1992) 
Cytochromoxidase CM, TM 200-240bkDa Peschek (1987), Peschek (1989) 
Photosystem I TM 235, 700-800ckDa Rögner et al. (1990) 
 TM 340kDa Krauss et al. (1993) 
 TM 145kDa, 450kDa Hefti et al. (1992) 
Photosystem II TM 250, 500bkDa Dekker et al. (1990) 
Phytoen-Desaturase OM 65kDa Serrano et al. (1990) 
Porine OM 50kDa Zalman (1982) 
 OM 61, 67kDa Jürgen und Benz (1988) 
Sulfat-Permease OM, CM 100kDa Laudenbach und Grossman (1991) 




Abbildung 2.4: Strukturelle Differenzierungen bei filamentösen Cyanobakterien. a) Hormogonium einer kleinen 
Oszillatoria-Spezies. Die Zellen sind an beiden Enden abgerundet. Nomarski- Interferenzmikroskopie. b) 
Anfängliches Stadium der Hormogonienbildung bei Oszillatoria. Leerräume entstehen zwischen Hormogonium 
und Filament. c) Akinet (ruhende Spore) von Anabaena sp., durch Phasenkontrastmikroskopie sichtbar gemacht. 






Die pleurocapsalen Cyanobakterien der Sektion II bilden die Baeozyten, von Botanikern als 
Nanozyten oder Endosporen bezeichnet, als Reproduktionszellen. Diese Cyanobakterien sind 




Diese Zellgruppen sind kurze Trichomabschnitte, die von längeren Trichomen abbrechen. Sie 









Dieser Stoffwechselweg hat bei Cyanobakterien eine untergeordnete Bedeutung. 
Cyanobakterien können in Abwesenheit von Licht (Photosynthese) und Sauerstoff (Atmung) 
weder wachsen noch proliferieren, obwohl alle Enzyme des für die Glykolyse nötigen 




Eine wesentlich größere Bedeutung besitzt die Atmung der Cyanobakterien. Zur ATP-
Produktion laufen die Elektronen von den Donoren Wasserstoff, H2, NAD(P)H und Succinat 
über eine Kaskade von Enzymen durch die respiratorisch aktive Membran. Hydogenasen, 
NAD(P)H-Dehydrogenasen und Succinat-Dehydrogeasen oxidieren die reduzierten Substrate 
[64]. Durch die NAD(P)H-Dehydrogenase werden bei diesem Prozess Protonen durch die 
Membran transloziert, Elektronen werden über den lipophilen Elektronencarrier Plastochinon 
an den Cytochrom b6c-Komplex übergeben. Eine zweite Protonentranslokation wird durch 
diesen Elektronenfluss induziert. Cytochrom c6 oder Plastocyanin, ein hydrophiler 
Elektronencarrier, verbindet den Cytochrom bc-Komplex mit der terminalen Oxidase 
(Cytochrom c Oxidase), an der die Elektronen an den Sauerstoff weitergeleitet werden. Hier 
findet ein weiterer Protonentransport durch die Membran statt. Der für die ATP-Synthese 
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wichtige elektrochemische Gradient [72] entsteht also durch einen horizontalen (im Bezug auf 
die Membran) Elektronentransport, der von einem vektoriellen, durch Protonencarrier 




Ein weiterer bei Cyanobakterien wichtiger Weg ATP zu synthetisieren ist die oxygene 
Photosynthese, bei der wie bei Algen und Pflanzen auch Wasser gespalten und Sauerstoff 
hergestellt wird [72]. Das funktioniert wie bei der Atmung über einen elektrochemischen 
Gradienten, der durch den photosynthetischen Elektronentransport (PET) hergestellt wird. 
Dieser Elektronentransport wird durch Photosystem I (PS I) und Photosystem II (PS II), die 
miteinander interagieren bewerkstelligt. Diese Komplexe befinden sich in den 
Thylakoidmembranen (ICM), wo auch respiratorische Proteine eingelagert sind. 
Für die Oxidation von Wasser und die Reduktion von NADP+ zu NADPH wird die 
Lichtenergie hν verwendet. Photosystem II, P680 (Pigment), spaltet mithilfe dieser Energie 
das H2O und überträgt Elektronen auf den Chinonpool. Von dort werden die Elektronen an 
Cytochrom b6f abgegeben, wodurch eine Protonentranslokation stattfindet. Der weitere Weg 
der Elektronen führt über Cytochrom c6, ein Kupferprotein, zum PS I, P700 (Pigment), um 
dort wieder angeregt zu werden und dann Ferredoxin zu reduzieren. Dieses Ferredoxin 
reduziert dann NADP+ zu NADPH. 
Dieser Vorgang wird als Lichtreaktion bezeichnet. In der so genannten Dunkelreaktion wird 




Bei der Dunkelreaktion der Photosynthese wird CO2 im reduktiven Pentosephosphatweg 
(Calvinzyklus) durch NADPH zu [CH2O] reduziert. Die dafür nötigen Enzyme sind in der 
Cytoplasmamembran lokalisiert. Besonders wichtig ist in diesem Zusammenhang die 
Ribulose BisphosphatCarboxylase, RuBisCo. Durch dieses Enzym wird CO2 auf Ribulose 1,5 
Bisphosphat übertragen. 
Der oxidative Pentosephosphatweg ist die wichtigste Möglichkeit der Cyanobakterien 
Glukose abzubauen und NADPH für den respiratorischen Elektronentransport bereitzustellen. 
Besonders daran ist, dass die α-Ketoglutarat-Dehydrogenase fehlt. Man spricht also von 
einem horseshoe like oder split Zitratzyklus. Dieser abgewandelte Metabolismus ändert die 
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Synthesewege von Aminosäuren und Porphyrinen, hat aber keine Auswirkung auf die ATP-
Synthese. Um Fettsäuren zu Kohlenhydraten zu verarbeiten, sind zusätzlich noch Isozitrat-
Lyase und Malatsynthase enthalten. 
 
 
Abbildung 2.5: Schematische Darstellung der bioenergetisch relevanten Membranen eines Cyanobakteriums 
[52]. Die bifunktionale, Chloropyll a enthaltende ICM (Thylakoidmembran) mit RET und PET, sowie die 
Chlorophyll-freie CM mit RET. PSII, PSI, Photosystem II und I; PQ, Plastochinon; 
fd, Ferredoxin; FNR, fd-NADP+-Reduktase; PC, Plastocyanin; Cyt, Cytochrom; c6, Cytochrom c6; 
NDH, NAD(P)H-Dehydrogenase 1 und 2; H1, bidirektionale, oder respiratorische Hydrogenase; H2, 




Atmosphärischer Stickstoff, Ammoniak, Nitrat, Nitrit und Harnstoff sind die wichtigsten N-
Substrate für Cyanobakterien, wobei es einige Arten gibt, die Arginin oder Glutamin 
assimilieren können [12]. Die Heterozystenbildung aus vegetativen Zellen im Trichom 
filamentöser Cyanobakterien wird durch Abwesenheit gebundenen Stickstoffs in der 
Nährlösung ausgelöst. Wichtigstes Enzym bei der Fixierung von Stickstoff ist die 
Nitrogenase, die aus 2 Untereinheiten besteht, nämlich ein Eisen-Schwefel-Protein und ein 
Molybdän-Eisen-Schwefel-Protein. Die Reaktion erfolgt entsprechend der Formel: 
 




Schon geringste Sauerstoff-Konzentrationen inhibieren die Nitrogenase irreversibel. Deshalb 
ist eine räumliche und/oder zeitliche Trennung der N-Fixierung von der oxygenen 
Photosynthese notwendig [47]. Dicke Zellwände sind also notwendig um eine Diffusion von 
O2 zu verhindern. 
Durch diese Möglichkeiten an Stickstoff zu kommen sind Cyanobakterien in der Lage in 
Umgebungen zu wachsen, die nur CO2 als Kohlenstoffquelle und N2 als Stickstoffquelle 




Die Membranen der Cyanobakterien ähneln in ihrer Lipidzusammensetzung stark denen von 
Eukaryonten. Monogalaktosyl-Diacylglycerin (MGDG), Monoglukosyl- Diacylglycerin 
(GlcDG), Diagalaktosyl- Diacylglycerin (DGDG), Sulfochinovosyl- Diacylglycerin (SQDG) 
und Phosphatidyl-Glycerin (PG) stellen die wichtigsten Glycolipide dieser Membranen dar. 
Unverzweigte Fettsäuren mit 14, 16, oder 18 Kohlenstoffatomen und bis zu vier 




Die Cyanobakterien sind aufgrund ihrer hohen Anpassungsfähigkeit und ihrer niedrigen 
Anforderungen an die Umgebung sehr weit verbreitet. Vor allem in Gewässern, sei es nun 
Süß- oder Salzwasser [32] sind sie anzutreffen, mancherorts in sehr hoher Anzahl. Besonders 
eutrophierten stehenden Gewässern ist anhand der blaugrünen (Anabaena) oder roten 
(Oscillatoria rubescens) Farbe ein zahlreiches Auftreten dieser Prokaryonten anzusehen 
(Abb. 2.6a). 
Ausserdem zählen die Cyanobakterien zu den Pionierarten was die Besiedelung neuer 
Lebensräume betrifft. Vor allem ihre Fähigkeit Stickstoff zu fixieren ist hier von Vorteil. 
Nährstoffarme Habitate in denen etwas Schutz vor Austrocknung gegeben ist (Felsspalten 
oder auch Sandböden, siehe Abb. 2.6a) sind meist mit einzelligen Arten bevölkert. 
Beschrieben sind auch thermophile Arten, die in pH-neutralen oder alkalischen heißen 
Quellen wachsen und dort Photosynthese betreiben (Synechococcus lividus wächst auch noch 
bei 70°C). Auch symbiotische Arten wie Nostoc in der Flechte Peltigera und in der Wurzel 






Abbildung 2.6: Ökologisch wichtige Habitate von Cyanobakterien a) Wasserblüte in eutrophiertem 
See [78]. b) Cyanobakterien auf einem ehemaligen Baumwollfeld; Cyanobakterien (schwarz auf dem 









Unter einer oxidativen Phosphorylierung versteht man einen Vorgang, bei dem die Oxidation 
eines Substrates an eine Phosphorylierung gekoppelt ist. Im Fachjargon hat sich allerdings 
diese Bezeichnung als Begriff für die Koppelung der Oxidation eines Elektronendonors der 
Atmungskette mit der ATP-Synthese eingebürgert. 
Ursprünglich wurde dieser Zusammenhang anhand von Mitochondrien erforscht, die als 
Kraftwerke in den Eukaryonten-Zellen die Organellen für die aerobe Respiration sind. Grob-
schematisch und paradigmatisch für den Energieumsatz kann die Elektronenübertragung 
vereinfacht in Form einer Knallgasreaktion dargestellt werden. 
 
2H2 + O2  2H2O  ΔG0’= -478,6 kJ/mol      (3.1) 
 
Die schematische Darstellung der Knallgasreaktion ist, in zwei Halbzellen geteilt, in Abb. 3.1 
zu sehen. Allerdings werden beim respiratorischen Elektronentransport die Elektronen nicht 
direkt über einen Kurzschluss, wie bei der Knallgasreaktion, sondern über Protonenpumpen in 
der respiratorisch aktiven Membran, die als elektrische Verbraucher angesehen werden 
könnten, an den Sauerstoff, der den terminalen Elektronenakzeptor darstellt, übertragen. 
Flavine, Chinone, Eisen und Kupfer dienen zwischen diesen Protonenpumpen als 
Elektronenüberträger. So wird ein Protonengradient aufgebaut, der wieder die F0F1-ATPase 
antreibt, die ADP mit anorganischem Phosphat phosphoryliert. Der Unterschied zwischen 
aerober und anaerober Atmung ist die Verwendung von Sauerstoff als terminalem 
Elektronenakzeptor bei der aeroben Variante. Insofern kann die Knallgasreaktion nicht 
allgemein als Grundschema für respiratorischen Elektronentransfer herangezogen werden, 
wenngleich das Prinzip ähnlich ist. Aufgrund seines Redoxpotentials stellt der Sauerstoff den 
günstigsten Elektronenakzeptor dar, was die aerobe Atmung zur effizientesten Form macht. In 





Abbildung 3.1: Die zwei Halbreaktionen der Knallgasreaktion in der Kurzschluss-Situation. Bei der Reaktion in 
den Membranen der Cyanobakterien sind drei Zwischenstufen (Protonenpumpen) zwischengeschaltet. 
 
 
3.2 Cyanobakterielle Respiration 
 




Bei Anacystis nidulans ist molekularer Wasserstoff, H2, schon länger als physiologischer 
Elektronendonor bekannt [53], dass dieses Cyanobakterium allerdings zwei funktionell 
unterschiedliche Hydrogenasen bestitzt [42] war überraschend. Die in der RET 
(respiratorischen-) und PET (photosynthetischen Elektronentransport) enthaltenden ICM 
gebundene photosynthetische Hydrogenase wird von den hup-Genen kodiert [5, 43]. Von den 
hox-Genen wird die bidirektionale respiratorische Hydrogenase kodiert, die in der CM 
anzutreffen ist. 
Die von Hydrogenasen katalysierte Reaktion lässt sich folgendermaßen darstellen: 
 
2H+ + 2e-  H2 E0= -420mV    (3.2) 
 
Die Reaktionsrichtung ist vom jeweiligen Organismus abhängig, so ist die Bildung von 
Wasserstoff ein Schutz anaerober Bakterien vor Überreduzierung, während Knallgasbakterien 







3.2.1.2 NAD(P)H Dehydrogenasen 
 
Dieses Enzym, auch Komplex I oder NAD(P)H-Q-Reduktase bezeichnet, ist am Beginn der 
Atmungskette situiert und bringt somit die Elektronen vom NAD(P)H in diese. Im 
Unterschied zu Säugetier-Mitochondrien können Pflanzen und Cyanobakterien nicht 
ausschließlich NADH als Elektronendonor verwenden, sondern auch NADPH. 
In Cyanobakterien wurden zwei unterschiedliche NAD(P)H-Dehydrogenasen nachgewiesen, 
NAD(P)H-Dehydrogenase 1 (NDH 1) und NAD(P)H-Dehydrogenase 2 (NDH 2), die beide 
sowohl in CM und ICM vorkommen. Die Folgende Reaktion kann als Grundschema für den 
von NAD(P)H-Dehydrogenasen katalysierten Vorgang angesehen werden: 
 
NAD(P)H + PQ + H+  NAD(P)+ + PQH2  ΔG0= -70,4 kJ/mol  (3.3) 
 
3.2.1.2.1 NDH1  
 
NDH1 weist eine starke Homologie zur Säuger-NADH-Dehydrogenase in den Mitochondrien 
auf, Details zu NDH-Enzymen sind in [16, 73, 80] zu finden. Für die mitochondriale und 
bakterielle NDH 1 ist ein Minimalkomplex aus 14 Untereinheiten [15] nötig, Cyanobakterien 
fehlen in der NDH 1 jedoch drei Untereinheiten (siehe Tab. 3.1), die für das 
Dehydrogenasemodul essentiell sind, nämlich NuoE, NuoF und NuoG [14]. Im Gegensatz zu 
NDH 2 ist NDH 1 fähig, Deamino-NADH und –NADPH zu oxidieren, und es wird durch 















E.coli B.taurus O. sativa 6803 Kofaktoren/vermutete 
Funktion 
NuoA ND3 NdhC NdhC  
NuoB PSST NdhK NdhK 1X[4FE-4S] 
NuoC 30(IP) NdhJ NdhJ  
NuoD 49(IP) NdhH NdhH  
NuoE 24(FP) nicht bekannt nicht bekannt 1X[2Fe-2S] 
NuoF 51(FP) nicht bekannt nicht bekannt NADH-Bindung; FMN; 
1X[4Fe-4S] 
NuoG 75(FP) nicht bekannt nicht bekannt 1[4Fe-4S]; 1(2+)X[2Fe-
2S] 
NuoH ND1 NdhA NdhA Ubichinon-bindung 
NuoI TYKY NdhI NdhI 2X[4Fe-4S] 
NuoJ ND6 NdhG NdhG  
NuoK ND4L NdhE NdhE  
NuoL ND5 NdhF NdhF  
NuoM ND4 NdhD NdhD  
NuoN ND2 NdhB NdhB  
 + ein weiter Fe-S Cluster in der E.coli NuoG Untereinheit 
Tabelle 3.1: Untereinheiten der NAD(P)H-Dehydrogenase 1 aus Synechocystis sp. PCC 6803 und ihre Homologe 
aus E.coli, B.taurus und O. sativa [38]. Die Kofaktoren sind mit ihren vermuteten Funktion aufgelistet. 
 
 
Von NAD(P)H werden zwei Elektronen auf das Flavinmononukleotid (FMN), die 
prosthetische Gruppe von NDH, übertragen, wobei dann das FMN reduziert wird. Dann gibt 
das FMNH2 die Elektronen an eine Reihe von „Nicht-Häm-Eisenproteine“, Fe-S-Cluster, ab, 
bei denen das Eisenatom zwischen der Ferro- (Fe2+) und der oxidierten Ferri-Form (Fe3+) 
alterniert. Von diesen Fe-S-Clustern werden die Elektronen an das Ubichinon weitergegeben. 
Die Potentialdifferenz zwischen Plastochinon und NAD(P)H reicht aus um H+ nach außen zu 
pumpen (4 Protonen pro Elektronenpaar), wobei dieser Mechanismus noch nicht vollständig 
aufgeklärt ist. Man nimmt an dass es sich um einen Q-Cyclus [34] handelt, eine Redox-
getriebene Protonenpumpe, eine Konformations-getriebene Protonenpumpe oder eine 
Kombination aus diesen Mechanismen. 
 
3.2.1.2.2 NDH2  
 
Die zweite NAD(P)H-Dehydrogenase in Cyanobakterien, NDH 2, kann ausschließlich NADH 
oxidieren, besteht aus lediglich einer Untereinheit, die als prosthetische Gruppen FAD und 
Fe-S besitzt und transloziert keine Protonen durch die Membran. Dieses Enzym schützt somit 





3.2.1.3 Succinat:Chinon Oxidoreduktasen 
 
Succinat-Chinon-Oxidoreduktasen, SQOR, katalysieren die Oxidation von Succinat zu 
Fumarat, bei der 2 Elektronen abgegeben werden und die Reduktion von Chinon zu Chinol, 
was 2 Elektronen benötigt. Auch die umgekehrte Reaktion, also die Oxidation von Chinol zu 
Chinon bei gleichzeitiger Fumarat-Reduktion wird in der Zelle katalysiert. Je nach Richtung 
der Reaktion bezeichnet man die beteiligten Enzyme als Succinat:Chinon Reduktase 
(Succinat-Dehydrogenase) oder Chinol:Fumarat Reduktase (Fumarat-Reduktase) [19]. 
 
 
SDH Untereinheit Synechococcus PCC 6301 Synechocystis sp. PCC 6803 
Eisen-Schwefel Protein syc2519_d sll 0823, sll 1625 
Flavoprotein syc 0884_d slr 1233 
 




Dieses membrangebundene Enzym, das als Komplex II der Atmungskette bezeichnet wird, ist 
auch für den Citrat-Zyklus von Nöten [68] und oxidiert Succinat zu Fumarat, was die 
Elektronen für die Atmung bereitstellt. Diese werden durch das kovalent an die Succinat-
Dehydrogenase gebundenen FAD vom Succinat abgezogen. Die Änderung der freien Energie 
nicht für die Reduktion von NAD+ ausreicht. 
Succinat + PQ  Fumarat +  PQH2  ΔG0= -2,9 kJ/mol 
An der Spezies Anabaena variabilis wurde 1970 erstmals, wenngleich in geringen 
Umsatzraten, die Succinatoxidation in Cyanobakterien festgestellt [30]. Weitere 
Untersuchungen der Succinatoxidation in isolierten Membranen aus Synechococcus PCC 6803 durch 
Peschek [45] brachte keine signifikanten Ergebnisse. Murata und Omata konnten bei dieser Spezies 
zwar auch keine Succinat-Cytochrom c Oxidoreduktase feststellen, sehr wohl aber in Synechocystis. 
Nach der Sequenzierung des kompletten Genoms von Synechocystis PCC 6803 verbunden mit 
dem dadurch möglichen positiven Nachweis von Sequenzhomologien der Gene sll1625 und 
sll0823 zu denen für die FeS B Untereinheit aus Succinat:Chinol Oxidoreduktasen anderer 
Spezies [25, 26] wurde die Untersuchung dieses Enzyms wieder interessant. 
Wie Cooley und andere zeigten ist ein Zusammenhang zwischen Mutationen in den Genen 
sll1625 und sll0823 und dem Umsatz von Succinat in Synechocystis sp. PCC 6803 zu 
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erkennen [20, 21]. Andere Mutantenversuche zeigten, dass zwischen dem Redox-Status des 
Chinol-Pools und dem Vorhandensein von Succinat ein Zusammenhang besteht [20]. Mittels 
Immunoblots, photometrischer Messung der Cytochrom c Oxidation und polarographisch 
wurde in der Arbeitsgruppe Peschek eine Succinatoxidation bei vier verschiedenen 
Cyanobakterien-Spezies nachgewiesen, sowohl in der CM als auch in der ICM [13, 10, 11, 
31, 74]. Die cyanobakterielle Succinat-Dehydrogenase besitzt je zwei lipophile 
Untereinheiten in der Membran (C, D) und zwei hydrophile, die ins Cytoplasma ragen (A, B), 
was in Abb. 3.2 zu sehen ist. SQR der Cyanobakterien besitzen keine Hämgruppen und die 
hydrophoben Untereinheiten ähneln stark der Heterodisulfid-Reduktase bei methanogenen Archea 
[28]. Im Widerspruch zu dieser Erkenntnis bieten Sequenzvergleiche 3 cyanobakterielle Gene mit 
einer Homologie zu SDH Untereinheiten, wobei 2 homolog zu sdhB sind, und eines zu sdhA [19]. Die 
Untereinheit A ist kovalent über eine konservierte Histidin-Aminosäure an die prosthetische Gruppe 
Flavin-Adenin-Dinukleotid (FAD) gebunden. Neben der FAD-Bindugsdomäne ist auch eine capping-
Domäne vorhanden, die sich zwischen beiden Teilen der FAD-Bindungs-Domäne befindet. 
Untereinheit B ist ein Eisen-Schwefel-Protein und besitzt dem zufolge 3 Eisen-Schwefel Cluster. Die 






Abbildung 3.2: Gesamtstruktur einer E. coli Succinat-Dehydrogenase. Die Untereinheiten SdhA, SdhB, SdhC 
und SdhD sind purpur, orange, grün und blau dargestellt. FAD goldfarben; Oxaloazetat grün; Häm b magenta; 
und Ubichinon gelb; Fe uns S Atome des FeS-Clusters sind rot und gelb; Cardiolipin grau. a) SQR-Trimer 
parallel zur Membran. b) SQR-Trimer aus dem Zytoplasma, entlang der Membran. c) SQR-Monomer parallel 
zur Membran. Diese Abbildung ist aus [81]. 
 
Die Elektronen werden von der SDH auf das Plastochinon 9 übertragen, jedoch im Gegensatz 
zu den Komplexen NDH, Cyt b6f und der Cytochrom c Oxidase keine Protonan durch die 
Membran gepumpt, da die Potentialdifferenz zwischen Succinat und Plastochinon zu gering 
dafür ist. Die Oxidation von NADH bringt also mehr ATP als die von FADH2 [68]. 
Die zwei Elektronen vom Succinat werden ans FAD weitergegeben und vom FADH2 eines 
nach dem anderen ans erste Eisen-Schwefel-Zentrum, wodurch das FAD kurzzeitig zum 
Radikal wird. In diesem Fe-S-Zentrum wird das Elektron vermutlich von S1 auf S3 
weitergegeben S1 besitzt jeweils zwei Eisen und zwei Schwefelatome, S2 und S3 je vier. S2 
könnte im Elektronentransport zwischen S1 und S3 liegen, der genaue Mechanismus ist 





Zentren ans Plastochinon weitergegeben (über eine Radikal-Zwischenstufe des 
Plastochinons). Anhand von Spin-Spin-Wechselwirkungen nimmt man an, dass ein 
Semichinon-Paar in der Chinon-Bindungstasche vorliegt, dessen Abstand ungefähr 7,7Å 
beträgt. Es ist noch unklar wie die Elektronen vom Eisen an die beiden Chinone abgegeben 
werden und ob beide e- ausgetauscht werden, es scheint wahrscheinlich, dass der Weg der 
Elektronen über das Chinon den Rückfluss auf S3 verhindert. 
Malonat und Oxalacetat sind kompetitive Inhibitoren der SDH. Diese Verbindungen binden 
an die Succinat-Tasche und blockieren sie, ohne oxidiert zu werden [19]. Durch die Oxidation 
von Malonat entsteht Enol-Oxalacetat, das das Enzym hemmt [19]. Auch Plastochinon 9 
bindet an die SDH und blockiert sie, sowohl in der oxidierten als auch in der reduzierten 
Form, wodurch es bei einem hohen Chinol/Chinon-Verhältnis zu einer Produkthemmung der 
SDH kommen kann [11]. Weitere Hemmstoffe der SDH sind 2-Thenoyltrifluoroaceton 
(TTFA), 3-Methylcarboxin und 2-n-Heptyl-4-hydroxichinolin-N-oxid (HQNO) [19, 28], die 




Bei der anaeroben Atmung wird ein anderer terminaler Elektronenakzeptor als Sauerstoff 
benötigt. Manche anaerobe Mikroorganismen verwenden dafür Nitrat, Kohlendioxid, Sulfat 
oder Schwefel, andere auch Fumarat. Wie oben erwähnt deuten zwei Sequenzen im Genom 
von Synechocystis PCC 6803 auf das Vorhandensein einer Fumaratreduktase hin (zwei 
Abschnitte mit Homologien zur FeS B Untereinheit der Fumaratreduktase), Cooley et al. [21] 
konnten in einem entsprechenden Aktivitätstest jedoch keine Fumaratreduktase bei 
Cyanobakterien finden.  
 
 




3.2.2 Elektronentransport Chinone 
 
Chinone sind lipophile ubiquitär vorkommende e-- und Protonencarrier. Bei Cyanobakterien 
wird besonders Plastochinon 9 benutzt, es ist ein lipophiler Elektronencarrier im 
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respiratorischen und auch im photosynthetischen Elektronentransport. In der respiratorischen 
Elektronentransportkette treten die e- von SDH, NDH und Hydrogenasen über das 
Plastochinon 9 ein. SDH, NDH und Hydrogenasen werden dadurch mit dem Cytochrom bc-
Komplex verbunden. Das lipophile Chinon ist an einen Isoprenschwanz gebunden, kann sich 
durch diese Struktur also in der Membran bewegen. Plastochinon, die oxidierte Form, wird 
über das Semichinon-Zwischenprodukt durch Aufnahme von Elektronen zu Plastochinol 
reduziert. Neben einer unspezifischen Pool-Funktion wird dem Plastochinon eine sehr 
spezifische Elektronentransferfunktion zugeschrieben, wie sie im protonenmotorischen Q-
Zyklus vorgeschlagen wird [49]. 5-Monohydrophyllochinon und Phyllochinon konnten 
ebenfalls in Cyanobakterien festgestellt werden, wenngleich in wesentlich geringeren 
Konzentrationen als Plastochinon. Ubichinon und Menachinon konnten hingegen nicht 
bestätigt werden [49, 64]. 
 
 
3.2.3 Cytochrom bc-Komplex 
 
PQH2 + 2Cyt cox  PQ + 2Cyt cred + 2H+   ΔG0= -40,3kJ/mol (3.6) 
 
Der Komplex III, auch als Cytochrom c-Reduktase oder  Cytochrom bc-Komplex bekannt, ist 
ein wichtiger Bestandteil jeder biologischen Elektronentransportkette. Diese zweite von 
insgesamt drei Protonenpumpen in der Atmungskette dient der Katalyse der 
Elektronenübertragung von hydrophobem PQH2 auf das hydrophile Cytochrom c. Dabei 
werden auch gleichzeitig netto zwei Protonen durch die Membran gepumpt. Die Cytochrom-
Reduktase wurde zuerst aus Anabaena isoliert und aufgereinigt [49]. Ein Eisen-Schwefel-
Protein, zwei verschiedene Cytochrome, b und c1, und mehrere Polypeptide sind die 
Hauptbestandteile der Cytochrom-Reduktase. Die Prosthetische Gruppe des Häm-Teils der 
Cytochrome b und c1 ist Eisenprotoporphyrin IX. Die Differenz im Redoxpotential zwischen 
Plastochinon und Cytochrom c reicht aus um Protonen (zwei Protonen pro Elektronenpaar 
unter Abgabe von weiteren zwei Protonen auf der Intermembranseite) nach außen zu pumpen: 
Der Mechanismus durch den die Protonen in den Intermembranraum gelangen ist der besten 
momentan verfügbaren Arbeitshypothese zufolge der Q-Zyklus. Obwohl derzeit der der 
Realität am nächsten vermutete Erklärungsversuch, sprechen einige experimentelle Befunde 






Der hier beschriebene Q-Zyklus ist der in eukaryontischen Mitochondrien, Cyanobakterien 
verwenden statt dem hier angeführten Ubichinon Plastochinon. 
 
1. UQH2 (aus Komplex I, Komplex II, mGPDH oder ETFP-UQ-Oxidoreduktase) diffundiert 
zur Ubichinon-Bindungstasche P/SQ0 in der Untereinheit III (durch die Membran) 
(Cytochrom b, in Abb. 3.4 türkis dargestellt). Vermutlich kann an die P-Tasche sowohl 
Ubichinon als auch Semichinon an unterschiedlichen Stellen binden; UQH2 bindet in der P-
Tasche an der Stelle, die dem Fe-S-Zentrum am nächsten liegt. 
 
2. Das Fe-S-Zentrum der Untereinheit V (Rieske-Protein, in Abb. 3.4 gelb dargestellt) wird 
durch das UQH2 reduziert, wobei zwei Protonen in den Intermembranraum abgegeben 
werden. Die Reduktion des Fe-S-Clusters bewirkt eine Drehung der UE V um ca. 60° in 
Richtung Häm c der UE IV (Cytochrom c1, in Abb. 3.4 blau dargestellt) und das so 
entstandene Semichinon UQ- gelangt in die Seite der P-Tasche, die dem Häm bL näher ist [3]. 
 
3. Der weitere Weg des Elektrons führt vom Fe-S-Zentrum zum Häm c der UE IV und von 
dort weiter zu Cytochrom c. Das in der P-Tasche/SQ0 verbliebene Semichinon gibt dann ein 
weiteres Elektron an Häm bL der Untereinheit III ab. 
 
4. Das UQ das dadurch entsteht diffundiert aus der P-Bindungstasche/SQ0 ab und bindet auf 
der Matrix-Seite an die Ubichinon-Bindungstasche N/SQi, was wahrscheinlich auf direktem 
Weg im Komplex III-Dimer stattfindet, da dieses Ubichinon nicht im allgemeinen Ubichinon-
Pool in der Membran auftaucht. Ein signifikanter Elektronentransfer zwischen den 
Monomeren des Untereinheit III-Dimers findet allerdings statt. Untereinheit V klappt dann 
um, nachdem Häm bL Häm bH reduziert. 
 
5. In der Tasche N/SQi wird das Ubichinon von dem Elektron aus dem Häm bH zu UQ- 
reduziert. 
 




7. Weitere zwei Protonen werden in den Intermembranraum abgegeben nachdem das Fe-S-
Zentrum der Untereinheit V vom UQH2 reduziert wurde. Eine weitere Drehung der 
Untereinheit V um 60° findet nach dieser Reduktion statt. 
 
8. Wieder wandert das Elektron vom Fe-S-Zentrum über Häm c von Untereinheit III auf das 
Cytochrom c während in der Tasche P/SQ0 das Semichinon UQ- das verbleibende Elektron an 
Häm bL der Untereinheit III abgibt. 
 
9. Wie in Schritt 4 diffundiert UQ aus der Tasche P/SQ0 ab, Häm bH wird durch Häm bL 
reduziert und die Untereinheit V klappt um. 
 
10. Das Semichinon UQ- aus Schritt 5 in der Tasche N/SQi wird von Häm bH und durch 
Aufnahme von zwei Protonen aus dem Matrixraum zu UQH2 reduziert. 
 




3.2.4 Cytochrom c6 und Plastocyanin 
 
3.2.4.1 Cytochrom c6 
 
Der hydrophile ein-Elektronencarrier Cytochrom c6 verbindet in der respiratorischen 
Elektronentransportkette Cytochrom c Reduktase und Cytochrom c Oxidase miteinander[49]. 
Cytochrome spielen in einer reihe von Redoxreaktionen eine wichtige Rolle. In ihrer Häm-
Gruppe (eine proshetische Gruppe von Cytochromen) wechselt das Eisenatom zwischen Fe2+ 
und Fe3+. Diese Häm-Gruppe absorbiert Licht in sichtbaren Wellenlängen. Die exakte 
Wellenlänge des absorbierten Lichtes abhängig ist von der jeweiligen Form wobei das 
Absorptionsspektrum der reduzierten Form 2 Peaks aufweist (b,c), das der oxidierten drei (a, 
b, c). Auch die Lage des Häms im Cytochrom ändert die Wellenlänge des absorbierten 
Lichtes: Dadurch lassen sich verschiedene Cytochrome photometrisch unterscheiden. 
Cytochrom b und Cytochrom b weisen ein unterschiedliches Absorptionsmaximum auf, was 
durch die Position des Häms im Protein erklärbar ist. Es gibt Cytochrome die als reine 
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Elektronenträger funktionieren (z.B. Cytochrom c) und auch solche die als terminale 
Oxidasen agieren (z.B. Cytochrom a3) [14]. 
Die Häm-Gruppe besteht aus einem Porphyrinring mit unterschiedlichen Substituenten 
koordiniert mit einem Eisenatom. Vier der sechs bei Eisen vorhandenen Koordinationsstellen 
werden von Stickstoffatomen des Porphyrinringes eingenommen, an den beiden übrigen 
werden im Häm zwei Aminosäurereste koordiniert (beim Sauerstoff transportierenden 
Hämoglobin bleibt eine Koordinationsstelle für den O2 frei). 
In Cytochromen des c-Typs findet das Häm C Verwendung, das an zwei Cysteinreste des 
Proteins über die Vinylgruppen am Porphyrin IX kovalent gebunden ist. Bei diesem Häm sind 
die beiden axialen Liganden des Eisenatoms ein Histidin und ein Methionin. Die α-Bande des 




Das blaue Kupferprotein Plastocyanin ist in allen bisher untersuchten Cyanobakterien-Spezies 
völlig mit Cytochrom c austauschbar [14]. In filamentösen Cyanobakterien liegt das Protein 
bei pH 7 mit einer positiven Ladung vor, während es in den meisten einzelligen Formen und 
in Pflanzen sauer ist. 
 
3.2.5 Terminale respiratorische Oxidase (CcO) 
 
Die Oxidation von Cytochrom c wird durch die Cytochrom c Oxidase katalysiert, an das es 
bindet [39]. Die Elektronen werden an den Sauerstoff abgegeben [48, 54], wobei 
unerwünschte Nebenprodukte in Form von reaktiven Sauerstoffradikalen (O2.-, O22-) 
entstehen. Während das Cytochrom c an die Cytochrom c Oxidase bindet diffundieren 
Sauerstoff und Protonen frei in das aktive Zentrum des Enzyms, wohin dann das Elektron 
vom Cytochrom c geleitet wird. 
 
4Cytcred + O2 + 4H+  4Cytcox + 2H2O   ΔG0’=-216,5 kJ/mol (3.7) 
 
1981 gelang Peschek [55] erstmals in Cyanobakterien eine photometrische Charakterisierung 







Abbildung 3.5: Modell der Cytochrom c Oxidase Untereinheiten I und II aus Synechocystis sp. PCC 6803. 
Kupferionen und Häme a und a3 sind schwarz dargestellt. P-side ist im Falle der CM der periplasmatische 
Raum, hingegen bei der ICM intrathylakoid. Die N-side ist in beiden Fällen dem Cytosol zugewandt. Die 









Elektronen, die in der Atmungskette von NADH, Succinat oder H2 zur Elektronensenke O2 
gelangen führen nicht unmittelbar zur Produktion von ATP. Scheinbar läuft die Energie aus 
dieser Reaktion also über einen Zwischenspeicher, der dann die FOF1-ATP-Synthase antreibt, 
die dann die eingehende Energie in den chemischen Speicher ATP umwandelt. Durch 
welchen Zwischenschritt ist also der exogene respiratorische Elektronentransport mit der 
endogenen Phosphorylierung von ADP verbunden? 3 Hypothesen versuchten das zu klären: 
Die Konformationskopplungshypothese von Boyer [6], die chemiosmotische 
Kopplungshypothese von Mitchell [35] und die chemische Kopplungshypothese von Slater 
[66]. Empirische Untersuchungen weisen die chemiosmotische Kopplungshypothese nach 
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Mitchell als den Erklärungsversuch mit der größten Korrelation zu den experimentellen 
Erkenntnissen aus. 
 
3.3.2 Chemiosmotische Theorie 
 
Der Zoologe Peter Mitchell postulierte in seiner chemiosmotischen Hypothese 1961 eine 
protonenmotorische Kraft, die „proton motive force“ (=PMF) [34] als Bindeglied zwischen 
Elektronentransport und ATP-Synthese und löste damit die Frage nach der Kopplung von 
ATP-Synthese und membraninternem Elektronentransport. Die einzelnen Komplexe der 
Atmungskette verursachen also, vom longitudinalen (auf die Membran bezogen) 
Elektronentransport angetrieben eine transversale Translokation von Wasserstoffkernen, was 
zu einem Protonengradienten zwischen dem membraninternen und dem externen Milieu führt. 
In Komplex I, III und IV kommt es zu solchen Protonentranslokationen. Ausserdem werden 
zur Reduktion von Sauerstoff zu Wasser zusätzlich Protonen aus dem membraninternen 
Kompartiment entzogen. Die Membraninnenseite wird also elektronisch negativ und basisch, 
die Aussenseite sauer und elektropositiv. Aus dieser Spannung und dem chemischen 
Ungleichgewicht bezieht die ATP-Synthase dann laut chemiosmotischer Hypothese die 
Energie für die Produktion von ATP. Als Maß für die Energetisierung der Membran wird die 
protonenmotorische Kraft herangezogen. 
ΔµH
+= Δψ-2,3*RT/F*ΔpH     (3.8) 
Ein Teil der PMF ist das transmembranale elektrochemische Potential (Δψ), der andere der 
pH-Gradient (ΔpH), wobei der pH-Gradient mit einem Faktor behaftet ist. 
Natürlich ist für ein solches Modell unbedingt nötig, dass die Membran für geladene 
hydrophile Teilchen undurchdringlich ist, denn ein Ausgleich dieser Spannung brächte die 




3.4.1 ATP-Synthase  
 
Durch die Photosynthese wird in den Cyanobakterien die PMF (protonenmotorische Kraft) 
aufgebaut, die von der ATP-Synthase, einem transmembran-Enzym in chemische Energie 
umgewandelt wird, in Form von ATP. Die ATP-Synthase der Cyanobakterien besteht aus 
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mehr als 20 Untereinheiten und ist sowohl in der Cytoplasma- als auch in der 
Thylakoidmembran vorhanden [62]. 
 
3.4.1.1 Struktur der ATP-Synthase 
 
Die ATP-Synthase besteht aus einem hydrophilen F1- und einem hydrophoben FO-Teil. FO 
steht für „Faktor Oligomycin“, was darauf hinweist, dass diese Komponente der ATP-
Synthase durch Antibiotika-Versuche entdeckt wurde. FO ist in die Membran eingebettet und 
besteht aus je einer Kopie der a-, b- und b’- Untereinheiten und ca. zehn Kopien der c-
Untereinheit. 
Der F1-Teil wurde zuerst identifiziert, deshalb „Faktor 1“, und koppelt die Atmungskette an 
die ATP-Synthese. Dieser Teil der ATP-Synthase ist aus 3α, 3β, γ, δ und ε Untereinheiten 
zusammengesetzt. Ein weiterer Teil der ATP-Synthase ist ein Stab, der den (α β)3-Trimer mit 
dem FO-Teil verbindet. Ausserdem postuliert Stock [63] in einem Review das Vorhandensein 
einer periphären stabförmigen Struktur, die für die Struktur der ATP-Synthase notwendig ist, 





3.4.2 Mechanismus der ATP-Synthase 
 
 
Die Protonen die über die a- und c- Untereinheiten des FO-Teils fließen bringen ihn dadurch 
in Rotation. Über die γ-Untereinheit, den Stiel, wird diese Drehbewegung an den stationären 
(α β)3-Trimer weitergegeben und führt in diesem katalytisch aktiven Bereich zu einer 
Konformationsänderung. Die einzelnen α β -Monomere befinden sich in jeweils einem 
anderen katalytischen Stadium, das durch die Drehung des γ –Teils ins nächste Stadium 
befördert wird. Diese Stadien sind „L“, „T“ und „O“ benannt, loose, tight und open, je 
nachdem wie stark das ADP und Pi bzw. das ATP ans Enzym gebunden sind. L bedeutet ADP 
und Phosphat sind locker an die ATP-Synthase gebunden, nach einer drittel Drehung kommt 
das entsprechende α β-Monomer in den T-Zustand. In diesem Schritt wird aus dem Substrat 
(ADP+Pi) ATP synthetisiert. Das ist im T-Zustand stark an die ATP-Synthase gebunden und 
wird nach einer weiteren Drehung in den O-Zustand ins Cytosol entlassen. So führt ein durch 
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Atmung und Photosynthese produzierter und aufrecht erhaltener Protonengradient zu einem 




Abbildung 3.6: Schematischer Aufbau der ATP-Synthase aus Bakterien aus [23]. (Zur besseren Anschaulichkeit 
wurden je eine α- und eine β-UE weggelassen). Dargestellt sind der FO-Teil mit den Untereinheiten a, b, b’ und 








4.1.1 Synechococcus PCC 6301 
 
Synechococcus elongatus (PCC 6301, auch als Anacystis nidulans bekannt) wurde erstmals 
1947 isoliert und seither oft in Cyanobakterien-Versuchen verwendet. Es handelt sich hierbei 
um einzellige, unbewegliche Stäbchen und Kokken, die keinen Stickstoff fixieren können. 
Synechococcus gehört zur Ordnung Chroococcales (Sektion I), hat eine Größe von rund 1,5-
8,5 µm und tritt oft in Zellaggregaten auf. Durch Spaltung, die in mehreren Ebenen stattfinden 
kann wird die Vermehrung bewerkstelligt. Die Physiologie und die biochemischen Prozesse 
dieses Cyanobakteriums wurden intensiv untersucht. Die Analyse des Genoms dieser 
Cyanobakterien-Spezies begann sehr früh: schon seit 1981 wird PCC 6301 in der genetischen 
Forschung verwendet. rRNA Sequenzanalysen von Synechococcus zeigten eine starke 
Ähnlichkeit von Cyanobakterien und Chloroplasten. [32] 
Das vollständige Genom von Synechococcus elongatus wurde 2007 publiziert. [75] 
 
4.1.2 Synechocystis PCC 6803 
 
Diese Spezies ist taxonomisch in der Ordnung der Chroococcales in der Sektion I angesiedelt. 
Als bewegliche Kugeln von rund 2,5µm Durchmesser sind sie im Süßwasser beheimatet. 
Auch bei Synechocystis ist keine Fixierung von Stickstoff möglich, Heterocysten werden auch 
nicht ausgebildet. Seit 1996 ist das Genom dieser Cyanobakterien-Spezies sequenziert und 
wurde daher auch im genetischen Bereich sehr gut untersucht. Der Grund für diese Beliebtheit 
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Die für die Zuchtkulturen verwendeten Gefäße und Lösungen wurden im Getinge GE 666 
EC-1-Autoklaven sterilisiert, Ernte und Inokulation wurden in einer Inokulationsbox 
durchgeführt. 
Die verwendeten Zuchtmedien sind ein modifiziertes Medium D nach Kratz und Myers [37] 
(siehe Tabelle 4.1) für Synechococcus PCC 6301 (bei 39°C) und die BG11 Nährlösung für 













Zusammensetzung K&M Medium D: 
 
Hauptbestandteile: g/l mM 
NaNO3 1,5 17,7 
NaHCO3 0,84 10 
K2HPO4*3H2O 1,31 5,74 
NaCO3 0,106 1 
MgSO4*7H2O 0,15 0,610 
NaEDTA 0,064 0,204 
Ca(NO3)2*4H2O 0,01 0,042 
FeCl3*6H2O 0,0042 0,016 
Spuren: mg/l μM 
ZnSO4*7H2O 8,82 30,7 
MnCl2*4H2O 1,44 7,28 
CuSO4*5H2O 1,57 6, 28 
Na2MoO4*H2O 1,01 4,17 
CoCl2*6H2O 0,4 1,68 
 
Tabelle 4.1: K+M-Medium Bestandteile. 
 
Zusammensetzung der BG 11 Nährlösung [67]: 
 
Hauptbestandteile:  mg/l mM 
K2HPO4*3H2O  43,89 1,919 
NaHCO3 840 10 
Na2CO3 106 1 
NaNO3 1500 17,7 
MgSO4*7H2O   150 0,610 
CaCl2*2H2O  36 0,25 
Citronensäure  6 0,031 
Eisenammoniumcitrat  6 0,023 
Na2EDTA  1 0,003 
Spuren:  mg/l μM 
ZnSO4*7H2O  0,222 0,77 
CuSO4*5H2O  0,079 0,32 
MnCl2*4H2O  1,81 9,15 
Co(NO3)2*6H2O  0,0494 0,21 
H3BO3  2,86 46 
Na2MoO4*2H2O  0,39 1,6 









Um die nötigen Spezies ständig für neues Animpfen von Zuchtkulturen zur Verfügung zu 
haben werden geringe Mengen an Cyanobakterien tiefgekühlt. Die Zellen werden in 0,5ml 
DMSO überführt, mit flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -70°C aufbewahrt. 
Reservekulturen auf Agarnährböden werden angelegt um geringe Mengen an Zellen zum 
Animpfen von Vorkulturen bereitzustellen. Hierbei werden mittels Impföse Cyanobakterien 
auf entsprechendem Zuchtmedium mit 1,5% Agar in Petrischalen angeimpft und bei 




In dieser Form werden die Cyanobakterien für das direke Animpfen der 1l-Zuchtflaschen 
aufbewahrt. Hierbei werden Kratz und Myers Medium D bzw. BG11-Shaker-Medium, das 
weniger Carbonat und die doppelte Menge an MgSO4 beinhaltet, verwendet. 50 ml 
entsprechendes Medium werden mit der jeweiligen Spezies angeimpft und in einem Shaker 
bei konstanter Temperatur (30°C) und durchgehender Beleuchtung inkubiert. Um die 
Schwenkbewegung des Shakers möglichst zur gründlichen Durchmischung der Kultur zu 
nutzen werden für diese Kulturen 100ml Erlenmayerkolben verwendet, die vor dem 
Animpfen, mit Watte verschlossen, im Autoclaven sterilisiert werden. 
 
4.2.2.3 Kultivierung in Zuchtflaschen 
 
Die Zuchtkulturen werden in 1L-Zuchtflaschen im beheizten Wasserbad, das konstant die 
entsprechend optimale Wachstumstemperatur gewährleistet, inkubiert und ständig mit Licht 
versorgt. Zur Durchmischung und Versorgung mit CO wird ein steriles Luftgemisch mit 1,5% 
(v/v) CO2 eingeleitet. Um den Erfolg des Animpfens möglichst wahrscheinlich zu gestalten 
muss die Zelldichte in den Vorkulturen einen bestimmten Wert überschreiten, das jeweils zur 
Spezies passende Zuchtmedium sollte gewählt werden, auch die entsprechende Temperatur 
wäre von Vorteil und die Zuchtflaschen und Belüftungssysteme und Filter sollten nur steril 
verwendet werden. Trotz Beachtung dieser offensichtlichen Details stellte im Versuchsverlauf 
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das Anzüchten der Kulturen auf erntbare Zelldichten den geschwindigkeitsbestimmenden 
Schritt der Experimente dar. 
 
4.3 Isolierung von CM und ICM 
 
Für die Messung der Aktivität der Succinatdehydrogenase, die in der membrangebundenen 
Atmungskette platziert ist, müssen zuerst die für diesen Versuch wichtigen Membranen, die 
CM und die ICM, isoliert werden. Zuerst müssen die geernteten Zellen aufgebrochen werden 
und dann trennt man die Bestandteile auf. Die Desintegration der Cyanobakterien wird mittels 
French Press durchgeführt, die Auftrennung dann durch eine Saccharose-Dichtegradienten-
Zentrifugation [40, 51]. 
 
4.3.1 Material 
Zentrifuge zur Bestimmung der Zelldichte 
 Beckmann J-21B 
Waschpuffer 10mM HEPES/NaOH mit pH 7,4 
 10mM HEPES, 10mM Na2EDTA, 10mM NaCl, der pH-Wert wird mit NaOH 
eingestellt 
Zentrifuge zur Zellernte 
 Beckmann J2-21 M Induction Drive Centrifuge, JA-10 Rotor, JA-10 
Zentrifugenbecher 
Phosphatpuffer 
 5mM K2HPO4*3H2O, 5mM K2HPO4 
Desoxyribonuklease I, Sigma 
Lysozym, Sigma 
Proteaseinhibitor 
 100mM Phenylmethansulfonylfluorid (PMSF) in Methanol 
Schüttler zum Durchmischen und Inkubieren der geernteten Zellen mit Lysozym 
 New Brunswick Scientific co. inc., G24 Environmental Incubator Shaker 
French Press American Instrument Company, USA 
HEPES/Saccharose isotones Medium 
 20% (w/w) Saccharose in 10mM HEPES-Waschpuffer 
Ultrazentrifuge zur Auftrennung der Membranen im Saccharosegradient 






Bei einem Phykokrit-Wert (vZellen/ml) von 6-10 µl/ml, Messung mittels Hämatokritröhrchen 
und Zentrifuge, werden die Cyanobakterien geerntet, also in 0,5l JA-10 Zentrifugenbecher 
überführt und abzentrifugiert. Sollte die Dichte der Cyanobakterien geringer sein so dringt 
durch Zuchtkultur noch viel Licht, wodurch die Energiegewinnung der Zellen zum Großteil 
über die Photosynthese stattfindet und die Synthese der Atmungsenzyme hinunter reguliert 
wird. Im Überstand der ersten Zentrifugation, die bei 8000rpm (rotations per minute) und 
Raumtemperatur stattfindet, befindet sich dann ein Gemisch aus abgestorbenen Zellen und 
deren einzelne Bestandteile gelöst in Nährmedium. Dieser Überstand wird verworfen, das 
Pellet an geernteten Zellen in 400ml Waschpuffer gelöst und nach diesem Schema noch zwei 
Mal zentrifugiert. Die so konzentrierten Zellen werden dann in einem Volumen isotonem 20% 
Saccharose-Medium, das die gewünschte Zelldichte gewährleistet, gelöst. 
 
4.3.3 Bestimmung der Zelldichte  
 
Die relative Menge an Zellen in der jeweiligen Lösung wird mittels 10-minütiger 
Zentrifugation bei Raumtemperatur und 7000rpm durchgeführt. Dazu werden 100µl 
Suspension in ein 1ml Hämatokritröhrchen überführt, abzentrifugiert und die Dichte in µl 
Zellmaterial/ml Suspension an der Skala abgelesen. Diese Bestimmung der Zelldichte wird 
bei der Ernte vorgenommen, um die Dichte der Kultur zu bestimmen und ein zweites Mal um 
die Dichte der geernteten Zellen in 400ml Waschpuffer zu bestimmen. Das Ergebnis der 
zweiten Messung wird dann dazu herangezogen die optimale Dichte für das Aufbrechen der 
Zellen mit der French Press, die 80-100µl/ml beträgt, durch das Suspendieren der Zellen in 
einer entsprechend berechneten Menge an Saccharose-Lösung einzustellen. 
Anschließend wird die Lösung mit 0,2% Lysozym versetzt und für 90 Minuten bei 39°C im 
Shaker inkubiert. Dadurch wird die cyanobakterielle Peptidoglycanschicht abverdaut, was das 
Aufbrechen weiter erleichtert. In einer weiteren Zentrifugation (9 Minuten bei 
Raumtemperatur und 9000rpm) wird dann das isotone Medium abgetrennt, wobei der 
Überstand durch eine Blaufärbung auffällt. Das erklärt sich durchs Austreten von 
Phycocyanin aus den Zellen mit teil-desintegrierter Peptidoglycanschicht. Nach dieser 
Zentrifugation wird das so erhaltene Pellet in einer hypotone Lösung, nämlich Waschpuffer, 
gelöst. Durch diesen osmotischen Schock platzen einige der die Zellen und Proteasen treten in 
42 
 
die Lösung aus. Deshalb geschehen die folgenden Schritte bei 4°C und in Gegenwart von 
Proteaseinhibitor PSMF (Phenylmethylsulfonylfluorid, in einer Endkonzentration von 10mM 
in der Lösung) und DNAse (eine Spatelspitze stellt einen ausreichenden Überschuss in der 




Da eine der hier verwendeten Spezies, Synechocystis PCC 6803, eine Schleimschicht um die 
Zellen herum besitzt wird durch einen zusätzlichen Pressvorgang vor dem eigentlichen 
Aufbrechen der Zellen diese Schicht durch die Scherkräfte beim Durchgang der Zellen durch 
das Ventil bei einem Druck von 280psi abgestreift. Das geschieht schon vor dem Einstellen 
der notwendigen Zelldichte und dem Lysozymverdau. 
Nach dem Überführen der Cyanobakterien in den hypotonen Puffer und der Zugabe von 
Proteaseinhibitior und DNAse wird die Lösung bei einem Druck von 680psi durch ein Ventil 
mit 1µm Durchmesser gepresst. Die Zellen platzen durch den spontanen Druckabfall nach 
dem Passieren der Engstelle. Danach wird die Suspension wieder zentrifugiert (8 Minuten bei 
9000rpm und 4°C). Nun wird der Überstand in dem sich die Membranvesikel befinden 
behalten, das Pellet in dem sich andere Bestandteile der zerbrochenen Zellen befindet wird 
verworfen. 
 
4.3.5 Trennung von CM und ICM 
 
Die nun erhaltene Lösung enthält eine Vielzahl an Zellbestandteilen, darunter auch die 
benötigten Membranvesikel. Um diese von den restlichen Zelltrümmern zu separieren und 
auch untereinander aufzutrennen wird die Suspension auf 42% (w/w) Saccharose gebracht 
(Zugabe von Saccharose zur abgewogenen Suspension), was die unterste Fraktion im 
diskontinuierlichen Zucker-Gradienten der im Zentrifugenröhrchen aufgebaut wird, darstellt. 
18ml davon werden in den Zentrifugenbecher pipettiert, darauf 6ml 35%ige Saccharoselösung 
in 10mM Phosphatpuffer, als nächste Schicht 10ml 30%ige Saccharoselösung und als oberste 
Schicht 3ml 10%ige. Das Übereinanderschichten der unterschiedlich konzentrierten 
Zuckerlösungen verlangt einiges Fingerspitzengefühl und blasenfreies Pipettieren, da sonst 
die Schichten vermengt werden und die Auftrennung nicht funktionieren kann. Die so 
befüllten Zentrifugenbecher, die genauso wie alle verwendeten Lösungen für diesen 
Arbeitsschritt laufend auf 4°C gekühlt wurden werden anschließend austariert und in den SW-
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28-Ausschwingrotor der auf 4°C gekühlten Ultrazentrifuge gesetzt. Bei 27000rpm und 4°C 
läuft dann die Zentrifugation für mindestens 16 Stunden, um die isopyknische Auftrennung 
der Membranfraktionen im Saccharose Dichtegradient zu gewährleisten. Der schematische 




Abbildung 4.2: Der Diskontinuierliche Saccharose-Gradient in einer Skizze: a) Aufschichtung der 
Zuckerlösungen, b) Auftrennung der Zellbestandteile nach French Press-Aufbrechen und Zentrifugation in der 
Ultrazentrifuge. [46, 48]. 
 
4.3.6 Abnahme der Membranen 
 
Die isopyknische Zentrifugation trennt die Substanzen in der Lösung aus der French-Press 
Quetschung ihrer Dichte entsprechend auf. In der obersten Fraktion, die orange gefärbt ist 
finden sich Karotenoide, darunter ist die CM anzutreffen. Direkt über dem Pellet aus der 
























4.3.7 Vorbereitung der Membranen für die Messung 
 
Die Membranfraktionen werden mittels Pasteurpipetten abgenommen, in Zentrifugenröhrchen 
gesammelt und mit dem ca. 3-fachen Volumen Phosphatpuffer (10mM) aufgefüllt und 
austariert. Im Fixrotor in der Ultrazentrifuge werden die Membranlösungen dann bei 4°C und 
50000rpm 50 Minuten lang abzentrifugiert. Die dadurch erhaltenen Pellets bestehen aus den 
aufkonzentrierten Membranen. Die Pellets werden in möglichst geringem Volumen an 10mM 
Phosphatpuffer aufgenommen. Da Versuche mit tiefgefrorenen und anschließend aufgetauten 
Membranen kaum Aktivität zeigten [10] sollte der Vorrat an konzentrierten 






BSA (bovine serum albumin): fraction V, Sigma 
Verdünnungsreihe (BSA-Standards):  (a) 0,1 mg BSA/ml H2O 
      (b) 1,0 mg BSA/ ml H2O 
Bradford-Lösung: 4,7% Ethanol 
   0,01% Coomassie Brilliant Blue 
   8,5% H3PO4 
   100mg Coomassie Brilliant Blue in 50 ml 95% Ethanol gelöst 
   100ml 85% Ortho-Phosphorsäure 
   mit destilliertem Wasser auf 1l aufgefüllt 




Für die Auswertung der photometrischen Versuche ist es notwendig die Menge an 
verwendeten Membranen zu kennen. Dazu wird der Proteingehalts in den Fraktionen der 
getrennten und konzentrierten Membranen quantitativ ermittelt. Für diese Versuche wurde die 
Methode nach Bradford verwendet, bei der eine Standardreihe an bekannten Proteinlösungen 
(hier mit BSA erstellt) eine Eichgerade für den Vergleich zur Proteinmenge in der zu 
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bestimmenden Lösung bildet, deren Konzentration dann anhand der Absorption im 
Photometer abzulesen ist. Um diese Absorption zu erhalten werden die Proteinlösungen mit 
einer für dieses Verfahren speziellen Lösung mit dem Farbstoff Coomassie Brilliant Blue 
gefärbt. Der Farbstoff ändert seine Absorption wenn er an basische Aminosäuren bindet, 
wodurch bei einer Wellenlänge von 595nm, bei der die gebundene Form des Farbstoffs ihr 
Absorptionsmaximum besitzt, festgestellt werden kann wie viel Protein in der Lösung 
vorliegt. Der Empfindlichkeitsbereich dieser Proteinbestimmung liegt bei 0,5 bis 50µg Protein 
pro ml Lösung. Für die Durchführung werden die Lösungen für die BSA-Standardkurve und 
die Lösung mit der unbekannten Menge an Membranproteinen gut gemischt (Vortex-
Schüttler) und dann für 30 Minuten im Dunkeln bei Raumtemperatur inkubiert. Durch den 
Wert der Absorption bei 595nm und unter Berücksichtigung des Verdünnungsfaktors der 
Standards wird dann eine Eichgerade erstellt, durch die dann von der Absorption der Probe 
auf deren Konzentration rückgerechnet werden kann. 
 







Standard 1 0 950 Leerwert 50 
2 20 (100µg/ml) 950 2 30 
3 50 (100µg/ml) 950 5 0 
4 10 (1mg/ml) 950 10 40 
5 15 (1mg/ml) 950 15 35 
6 20 (1mg/ml) 950 20 30 
7 25 (1mg/ml) 950 25 25 






9 30 (Roh 1:10) 950 20 
10 15 (Roh 1:10) 950 35 
11 50 (CM 1:1) 950 0 
12 30 (CM 1:1) 950 20 
13 15 (CM 1:1) 950 35 
14 50 (ICM 1:1) 950 0 
15 30 (ICM 1:1) 950 20 
16 15 (ICM 1:1) 950 35 
 






Abbildung 4.3: Bradford-Eichkurve 
 
4.5 Spektralphotometrische Aktivitätsmessung 
 
Da Cytochrom c in der reduzierten Form bei einer Licht-Wellenlänge von 550nm ein 
Absorptionsmaximum besitzt, der so genannte α-Peak, das bei der oxidierten Form fehlt kann 
dessen Redoxstatus im Photometer erfasst werden. Ein weiterer Peak im Absorptionsschema 
des Cytochrom c liegt bei 540nm und ist vom Redoxstatus unabhängig, diese Absorption wird 
als isosbestischer Punkt bezeichnet. Über das Verhältnis zwischen der Absorption bei 550nm 
zu der bei 540nm kann also der relative Anteil an reduziertem Cytochrom c bestimmt werden. 
Damit die Reaktion bei der sich die Menge an reduziertem Cytochtrom c ändert zeitaufgelöst 
beobachten zu können bedarf es einer 2-Wellenlängen-Messung in konstanten zeitlichen 
Abständen. Also wird die Absorption beim α-Peak und die beim nächstgelegenen 
isosbestischen Punkt, bei 540nm, gemessen, ins Verhältnis zueinander gestellt und nach einer 
definierten Zeitspanne wieder gemessen. Bei der durchgefürhten Messung wurde ein 
Photometer verwendet, das die beiden Wellenlängen nicht simultan misst sondern 
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alternierend. Durch diese mechanische Umstellung beträgt das minimale Intervall für die 
Messpunkte 3 Sekunden, und dieses Intervall ist auch das in den Messungen verwendete. 
Über die diskontinuierliche Reihe an Messpunkten wird dann im Diagramm (A550-A540 pro 
Zeit) eine Regressionsgerade gelegt und je nach Reaktionsrichtung ändert sich der Anstieg 
des Cytochrom c-Verhältnisses mit positivem (die Menge an reduziertem Cytochrom c nimmt 
zu) oder negativem (reduziertes Cytochrom c nimmt ab) Vorzeichen. Ein wichtiger Vorteil 
dieser Messung ist, dass bei einer starken Abweichung der Lichtmenge im Photometer die 
Messung bei beiden Wellenlängen in gleicher Weise beeinträchtigt ist, was durch das 
Verhältnis A550/A540 wider ausgeglichen wird. Der Extinktionskoeffizient von reduziertem 
Cytochrom c beträgt 29,5 mM-1cm-1, der differentielle Extinktionskoeffizient (ered-eox) bei 
550nm beträgt 19,5mMn-1cm-1. Nach dem Lambert-Beerschen Gesetz: 
 
A=ε*c*d    (4.1) 
 
bei dem A für Absorption, ε für den Extinktionskoeffizienten, c die Konzentration der zu 
messenden Probe und d für die Länge des Lichtweges im zu messenden Medium steht folgt, 
dass der Wert der Absorption und der Konzentration der relevanten Substanz in direktem 
Verhältnis zueinander stehen. Eine Abnahme der Konzentration bewirkt also eine Abnahme 
der Absorption, und umgekehrt. Daraus folgt: Δc (in µM*min-1*mg Protein -1) = ΔA550-540*51,3. 
Δc gibt dadurch den Umsatz an Cytochrom c an, den man dann ins Verhältnis zur 
vorhandenen Proteinkonzentration (durch die Bradford-Messung bekannt) setzt um die 
Spezifische Aktivität des Enzyms zu berechnen. Spez. Akt. = (nmol Cytochrom c) * 
(min*mgProtein) -1. In der Küvette befindet sich zu Beginn der Messung also reduziertes 
Cytochrom c, gekühlter Phosphatpuffer und die Membranvesikel. Nach einiger Zeit wird 
durch Zugabe von KCN die Rückreaktion gehemmt. Die Reduktion von Cytochrom c wird 
dann durch Hinzufügen von Succinat als Elektronendonor ermöglicht. Als Ausgabe am 
Photometer wird dann eine diskontinuierliche Reihe an Messpunkten mit konstantem 
zeitlichen Abstand angezeigt. Die Zeit von einem Messpunkt zum anderen wurde auf 3 
Sekunden festgelegt. Dadurch ist über eine lineare Regression über alle Messpunkte 
(Ordinate: Absorption, Abszisse: Zeit) der Verlauf der Änderung der Konzentration an 











• Wasserbad, Braun 
• Chromschwefelsäure 
• Hydroxyd von Hyamin X-10, Packard 
• Perchlorsäure, Merk 
• Kaliumcyanid, Merck 
• D-[ UC14] Glukose, Amersham 
• D-[CarboxyC14] Succinat, Amersham 
• 20ml-Fläschchen, Packard 
• Szintillationscocktail ACS, Amersham 




Mit radioaktivem C14 markiertes Substrat wird von den Zellen veratmet, wobei ein Teil 
katabolisch in CO2 umgewandelt wird. Die Menge an veratmetem CO2 im Verhältnis zur 
Substratmenge erlaubt Rückschlüsse auf die Aufnahme und Verwertung des Substrats in den 
Zellen. Um diese Menge zu messen werden ein Szintillationszähler und ein 
Szintillationscocktail verwendet. Der Cocktail enthält Leuchtstoffe, die die β -Teilchen streng 
proportional in Lichtquanten umwandeln. Diese werden im Szintillationszähler gemessen, 




Für diese Messung werden Warburgkölbchen verwendet, Gefäße mit einer Seitenbirne, einem 
Hauptraum und einer Mittelschale. In den Hauptraum werden die Cyanobakterien (mit einer 
Dichte von zumindest 30µl Zellen/ml) und das radioaktiv markierte Substrat pipettiert. In die 
Mittelschale kommen 300µl Hyamin, das das entstehende CO2 bindet und die Seitenbirne 
wird mit 400µl Perchlorsäure befüllt. Das Warburgkölbchen wird wasserdicht verschlossen, 
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abgedunkelt und in einem Schwenker in temperiertem Wasserbad, wobei die ideale 
Wachstumstemperatur für die jeweilige Spezies gewählt wird, für 30 Minuten inkubiert. Als 
nächstes wird die Perchlorsäure in den Hauptraum gekippt um die Zellen zu zerstören und die 
Reaktion exakt nach der gewählten Zeitspanne zu stoppen. Dabei wichtig ist, dass das 
markierte Substrat nicht in das hyamingefüllte Mittelschälchen gelangt. Vor jedem Versuch 
müssen die Warburgkölbchen mit Chromschwefelsäure entfettet werden um das 
ubeabsichtigte Vermischen der Lösungen zu erschweren. 
Der Inhalt des Mittelschälchens wird nach einer 20-minütigen Wartezeit, in der das aus den 
Zellen entweichende CO2 vom Hyamin aufgenommen werden soll, in ein 20ml 
Packardfläschchen pipettiert und mit 10ml Szintillationscocktail aufgefüllt. Die Zählung der 
radioaktiven Zerfälle wird über Nacht in einem Szintillationszähler durchgeführt. 
Entsprechend der Menge des zugegebenen radioaktiven Substrates verglichen mit der 












Mittels Zwei-Wellenlängen-Photometrie (siehe Kapitel 4) wurde der Umsatz an oxidiertem 
Cytochrom c durch die Atmung in der 1cm dicken Küvette gemessen. Die einzelnen 
Messpunkte wurden im Abstand von 3 Sekunden aufgenommen, der Anstieg der 
Regressionsgeraden (in einer zweidimensionalen Darstellung nach den Parametern Zeit und 
Differenz der Absorption bei den beiden gemessenen Wellenlängen) gibt den Verlauf des 
Cytochrom c Umsatzes an. Aus diesem Wert lässt sich dann die Aktivität des untersuchten 
Enzyms berechnen. Hier wurden verschiedene Messungen mit unterschiedlicher 
Succinatkonzentration durchgeführt und aus den berechneten Aktivitäten ein Diagramm 
gezeichnet, das die Aktivität der Succinatkonzentration gegenüberstellt. Die Verbindung der 
unterschiedlichen Messpunkte ergibt dann die Enzymkinetik der Succinatdehydrogenase, der 
Wert der Succinatkonzentration an dem Punkt wo die Aktivität die Hälfte des Maximalwertes 
erreicht stellt die Michaelis-Menten-Konstante dar. 
Die Untersuchungen zu den Hemmstoffen der Succinat:Chinon Oxidoreduktase wurde nach 
dem gleichen Schema durchgeführt wie die Messungen zur Enzymkinetik. Es wurde der 
Versuchslösung (Phosphatpuffer, KCN, Membranen) eine Succinatmenge hinzugefügt, die 
eine eindeutige Aktivität bei vorangegangenen Versuchen zeigte. Der Umsatz dieses 
Substrates wurde dann einige Zeit (meist drei Minuten) gemessen. Dann wurde der Inhibitor 
zugefügt, um die effektivste Konzentration zu ermitteln wurden verschiedene Mengen an 
Hemmstoffen getestet. Der Verlauf in der Grafik (Absorption/Zeit) veränderte sich, was dann 
auch in 5.1.2.2 dargestellt ist. 
Die Messungen wurden in einem abgedunkelten Reaktionsraum durchgeführt. Die 












In der Messküvette wurde eine Lösung aus bekannten Konzentrationen an Cytochrom c, 
KCN, Phosphatpuffer und aufgetrennten Membranen hergestellt und mit einem sterilen 
Rührspatel durchmischt. Die Änderung der Differenz der Absorption bei den Wellenlängen 
550nm und 540nm wurde dann für diese Suspension gemessen und als Basis verwendet, die 
dann vom Anstieg der Regressionsgeraden über die Messpunkte nach Succinatzugabe 
abzuziehen ist. Nachdem also dieser Blindwert für eine Minute gemessen wurde kam Succinat 
ins Spiel. Eine festgelegte Menge Succinat (in destilliertem Wasser zu einer bestimmten 
Konzentration gelöst) wurde dann zupipettiert. Danach wurden die Absorptionswerte bei 
550nm und 540nm gemessen und voneinander subtrahiert. Das resultierende Ergebnis, eine 
Grafik der Differenz der Absorptionswerte gegen die Zeit, erlaubt mittels linearer Regression 
den Anstieg der Änderung dieser Differenz zu ermitteln. Über die Extinktionskoeffizienten 
der reduzierten und oxidierten Form des Cytochrom c wird dann die spezifische Aktivität des 
Enzyms berechnet. Der erhaltene Wert stellt einen Punkt im Diagramm der 
Succinatkonzentration gegen die Aktivität des Enzyms bei entsprechender 
Substratkonzentration dar. Aus dem Verlauf der Werte der Aktivität bei steigender 





Wie bei allen Messungen mit der CM stand auch hier im Vergleich zur Menge an ICM nur 
wenig Membranmaterial zur Verfügung, weshalb die Ausbeute an CM die Frequenz der 
Zellernten maßgeblich beeinflusste. Das Verhältnis CM:ICM bei Cyanobakterien beträgt rund 
1:100. 
Wie oben beschrieben wurden die Absorptionswerte bei verschiedenen Konzentrationen an 


























Abbildung 5.1: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 1,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 
























Abbildung 5.2: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 4,7mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 






























Abbildung 5.3: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 11mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 













































































Abbildung 5.5: CM Synechococcus PCC6301  Lineweaver-Burk-Diagramm: 140µg Protein, 30µM Cytochrom 
c, 1mM KCN 
 
K M =0,369mmol 





Die ICM ist der bei weitem ergiebigere Teil der Membranernte. Hier konnte mit wesentlich 




























Abbildung 5.6: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 2,4mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 


























Abbildung 5.7: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 9,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 





























Abbildung 5.8: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 17,9mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 













































































Abbildung 5.10: ICM Synechococcus PCC  Lineweaver-Burk-Diagramm: 300µg Protein, 30µM Cytochrom c, 
1mM KCN 
 
K M =0,167mmol 





Der Einfluss der respiratorisch aktiven Substanzen TTFA (2-Thenoyltrifluoroaceton) und 
Malonat auf die Atmung in den gereinigten Membranen wurde in diesem Arbeitsschritt 
getestet. Die Ergebnisse sind nicht geeignet daraus quantitative Schlüsse zu ziehen (siehe 





























































Abbildung 5.12: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus, ab Sequenz 100 (5min) 0,25mM Malonat (-45% 

























Abbildung 5.13: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus, ab Sequenz 100 (5min) 0,37mM Malonat (-56% 






















Abbildung 5.14: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus, ab Sequenz 100 0,5mM Malonat (-74% Umsatzrate 
an oxidiertem Cytochrom c) 
 
 
Die Wirksamkeit des kompetitiven Inhibitors der SDH Malonat wurde mittels 2-
Wellenlängen-Photometrie untersucht. Die abgebildeten Verläufe weisen auf die Wirksamkeit 
dieser Substanz hin, da die Reduktion von Cytochrom c schon bei geringen Konzentrationen 




























Abbildung 5.15: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 100 


























Abbildung 5.16: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 100 

























Abbildung 5.17: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 100 

























Abbildung 5.18: 9mM Succinat, 140µg CM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 100 
0,6mM TTFA (bei dieser Konzentration des Inhibitors kommt die Reduktion von Cytochrom c völlig zum 
Erliegen) 
 
Der unphysiologische Inhibitor des Komplex II (Succinat:Chinon Oxidoreduktase) TTFA (2-
Thenoyltriflouroaceton) wurde ebenfalls hinsichtlich der Wirksamkeit auf die Atmungskette 
untersucht. Die Ergebnisse weisen auf eine konzentrationsabhängige Inhibition der SDH hin. 































Abbildung 5.19: ab Sequenz 10 (0,5min) 9,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, 300µg ICM 


























Abbildung 5.20: 9,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, 300µg ICM Synechococcus, ab Sequenz 100 
























Abbildung 5.21: 9,2mM Succinat, 300µg ICM Synechococcus, 30µM Cyt c, 1mM KCN, ab Sequenz 60 (3min) 
0,25mM Malonat (-37%), ab Sequenz 120 (6min) 0,38mM Malonat (-54%), ab Sequenz 180 (9min) 0,5mM 























Abbildung 5.22: 9,2mM Succinat, 300µg ICM Synechococcus, 30µM Cyt c, 1mM KCN, ab Sequenz 60 (3min) 



























Abbildung 5.23: 9,2mM Succinat, 300µg ICM Synechococcus, 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 60 
(3min) 0,2mM Malonat (-37%), ab Sequenz 120 (6min) 0,38mM Malonat (-56%), ab Sequenz 180 (9min) 
0,56mM Malonat (-72% verglichen mit der Messung ohne Inhibitor) 
 
 
Wie schon bei der CM gezeigt wurde auch in der ICM die Blockade der SDH durch den 
kompetitiven Inhibitor Malonat nachgewiesen. Die Verläufe mit mehreren ansteigenden 
Konzentrationen an Malonat zeigen eine schrittweises Absinken der Verlaufskurve für den 




























Abbildung 5.24: 9mM Succinat, 300µg ICM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, ab Sequenz 60 
(3min) 0,25mM TTFA (-36%), ab Sequenz 120 (6min) 0,5mM TTFA (-44%), ab Sequenz 180 (9min) 0,7mM 
TTFA (-51%), ab Sequenz 240 (12min) 0,95mM TTFA (-55% des Wertes ohne TTFA) 
 
Auch hier wurde mit dem unphysiologischen Inhibitor TTFA die Abnahme der 
atmungsbedingten Steigerung an reduziertem Cytochrom c nachgewiesen, wieder in 

































Abbildung 5.25: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 1,3mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 


























Abbildung 5.26: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 4,9mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 
1mM KCN, 120µg Membranproteine CM Synechocystis PCC 6803 
 
 
Hier ist ein weniger ausgeprägter Anstieg der Menge an reduziertem Cytochrom c zu sehen 




























Abbildung 5.27: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 8,3mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 
1mM KCN, 120µg Membranproteine CM Synechocystis PCC 6803 
 
Bei dieser Aufnahme ergibt sich ein Anstieg der dem bei geringster Succinatkonzentration 
entspricht. Somit liegt der Schluss nahe dass hier keine Succinat-abhängige Steigerung des 
Verbrauchs an oxidiertem Cytochrom c einstellt. Genaueres ergab die Auswertung aller 














































































Abbildung 5.29: CM Synechocystis PCC6803  Lineweaver-Burk-Diagramm: 120µg Protein, 30µM Cytochrom 
c, 1mM KCN 
 
Aus diesem Ergebnis lässt sich keine Enzymkinetik berechnen, die Michaeliskonstante würde 








































Abbildung 5.30: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 8,3mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 




























Abbildung 5.31: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 7,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 





























Abbildung 5.32: Verlauf der Cytochrom c Reduktion im Versuchsansatz. 11,5mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 







































































Abbildung 5.34: ICM Synechocystis PCC6803  Lineweaver-Burk-Diagramm: 180µg Protein, 30µM Cytochrom 
c, 1mM KCN 
 
 
K M =0,252mmol 
















Diese Versuche mit intakten Zellen stellen eine wichtige und interessante Bereicherung der 
Untersuchung des Umsatzes an Kohlenstoffdonoren bei der Respiration dar. Das radioaktiv 
markierte (C14) Substrat wird von den Cyanobakterien umgesetzt und der radioaktive 
Kohlenstoff-Marker in Form von CO2 wieder freigesetzt. Die Messung des gasförmig 
abgegebenen und im Hyalin absorbierten CO2 zeigt die Menge des umgesetzten Substrates 
(das natürlich pur als Referenzwert auch ausgezählt wird). Diese Proben werden anschließend 








Das markierte Succinat wurde in unterschiedlichen Mengen zugegeben um einen etwaigen 
unverbrauchten Überschuss ab einer entsprechenden Substratkonzentration feststellen zu 
können, da die Reaktionszeit auf 30 Minuten festgelegt war und die Atmung durch Einkippen 
der Perchlorsäure nach diesem Zeitraum abrupt beendet wurde. 
 
Die in den Grafiken angegebenen prozentuellen Werte beziehen sich auf Messungen der 
jeweiligen Mengen an radioaktiv markierten Substraten, die parallel zu den 
Luminiszenzauswertungen der Hyamin-Proben nach den Atmungsuntersuchungen im 
Szintillationszähler durchgeführt wurden. Anhand der Unterschiede in der 























Abbildung 5.35: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat) 















5mM Succinat + 10mM
KCN
 
Abbildung 5.36: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat)  



















Abbildung 5.37: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat) 






Hier wurde der Substratumsatz bei gleichzeitiger Zugabe des Hemmstoffes untersucht und 
den Ergebnissen aus 5.2.1.1 gegenübergestellt. Unterschiede im Umsatz des radioaktiv 
markierten Succinats sind dann auf den Inhibitor zurückzuführen und eine qualitative und 
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Die Messungen der Spezies Synechocystis sp. PCC 6803 verliefen analog zu denen bei 
















Abbildung 5.40: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat) 














5mM Succinat + 10mM
KCN
 
Abbildung 5.41: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat) 


















Abbildung 5.42: Relative Succinatoxidation (Vergleich der radioaktiven Strahlung des per Hyamin 
aufgefangenen CO2 mit der der im Reaktionsansatz verwendeten Menge an radioaktiv markiertem Substrat) 

































































































































Glucose + 10mM KCN
 
 










Diese Untersuchung der cyanobakteriellen Succinat:Chinon Oxidoreduktasen in den 
cytoplasmatischen und intracytoplasmatischen Membranen und Ganzzellen bei 
Synechococcus PCC 6301 und Synechocystis PCC 6803 galt dem Erfassen der Enzymkinetik 
und der Wirksamkeit von Inhibitoren. Da die relevanten Gene bei beiden Spezies in 
Homologie zu anderen Organismen am Genom identifiziert werden konnten war die 
Expression und die Substrataffinität in den unterschiedlichen Membransystemen von 
Interesse. 
 
Für die Experimente wurden Zellen in einem späten log-Stadium herangezogen da bei diesen 
Organismen die Respiration einen wesentlichen Anteil am Energiehaushalt ausmacht. In den 
dichten Kulturen ist die Verfügbarkeit von Licht eingeschränkt, wodurch die an sich 




Durch das natürliche Mengenverhältnis von ca. 1:100 zwischen CM und ICM in nativen 
cyanobakteriellen Zellen waren die Ausbeuten der CM-Fraktion naturgemäß niedriger als die 
der Thylakoidmembranen, was sich auch in dem geringeren Umfang an CM-Messungen 
niederschlagen musste. 
 
Die Methode der 2-Wellenlängen-Photometrie stellt einen wesentlichen Grundstein für die 
Messung der Umsatzrate an Succinat dar. Durch dieses Analyseverfahren werden indirekt 
über den Umsatz an oxidierten Cytochrom c die vom Succinat kommenden Elektronen 
gemessen und durch den Bezug auf den isosbestischen Punkt des Cytochrom c werden 
Fremdeinflüsse wie unterschiedliche Lichtdurchlässigkeiten anderer Substanzen im 
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Versuchsansatz weitestgehend herausgerechnet. Da die zu untersuchenden Umsatzraten sehr 
gering sind und nahe der minimalen Auflösungsrate des Gerätes liegen wurden die 
Messungen über längere Zeiträume von drei Minuten und mehr durchgeführt, um den 
zeitlichen Verlauf des Substratumsatzes zu dokumentieren. 
 
Da hier mit lebender Materie gearbeitet wurde, waren die Ergebnisse nicht 1:1 in einer Grafik 
anzuordnen, die durch die Messung weniger unterschiedlicher Konzentrationen die 
Substratsättigungskurve ergeben. Pro Spezies wurden ca. 110 Aufnahmen der 
unterschiedlichsten Substratkonzentrationen in etlichen Wiederholungen durchgeführt, zum 
Teil mit ansteigender Substratkonzentration in einem Versuchsansatz. 
Daraus ergaben sich Fragen nach der Stabilität der Reagenzien und nach der anhaltenden 
Aktivität der Membranen in längeren Versuchszeiträumen. 
Anhand von längeren Messungen einfacher Versuchsansätze wurden diese Zweifel zu Beginn 




























Abbildung 6.1: Hier wurde nach einigen Aufnahmen mit 9,2mM Succinat, 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, 
300µg ICM Synechococcus ab Sequenz 50 der Versuchsansatz auf 620µM Menadion gebracht und 200 
Sequenzen lang (10 Minuten) das Profil der Steigenden Konzentration an reduziertem Cytochrom c gemessen.  
 
Bei diesem Versuch mit Menadion, das die Reduktion von oxidiertem Cytochrom c stark 
beschleunigt, ist deutlich zu sehen, dass sich bis zum Ende der Messung keiner der 
Reaktanden so weit verbrauchte dass die Reaktion verlangsamt worden wäre. Demnach sind 
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Messungen über einen Zeitraum von 10 Minuten selbst bei erhöhtem Umsatz von Cytochrom 



























Abbildung 6.2: 30µM Cytochrom c, 1mM KCN, 14mM Succinat, KEINE Membranen 
 
Um den Einfluss des membranunabhängigen Anstieges der Konzentration des reduzierten 
Cytochrom c zu messen wurde dieser Versuchsansatz 100 Sequenzen (3 Minuten) lang als 
„Blindwert“ aufgenommen. Eine geringe Tendenz ist zu erkennen, die von den jeweiligen 
Versuchsauswertungen abgezogen wurde. Deutlich zu erkennen ist allerdings auch dass dieser 
Verlauf in einer Größenordnung stattfindet, die weit unter der der membrankatalysierten 
Reaktion liegt. 
 
Auch die Zuverlässigkeit über längere Zeiträume verwendeter Reagenzien wurde immer 
wieder überprüft und bei Messungen die stark von vorhergehenden abwichen wurden alle 
Stammlösungen und alle Zellkulturen neu hergestellt um durch solche Einflüsse verfälschte 
Ergebnisse aus der Arbeit zu filtern. Die Auswertung der auf diese Weise immer wieder neu 
zusammengestellten Proben und Messungen ließ dann die eindeutige Unterscheidung 
zwischen aussagekräftigen Ergebnissen und so genannten „Ausreissern“ zu. 
 
Die Ergebnisse zu den enzymkinetischen Untersuchungen von Synechococcus und 
















KM 0,369mmol 0,167mmol nicht auswertbar 
 
0,252mmol 




Zwei Auffälligkeiten ergeben sich aus dieser Auswertung: Zum einen scheint die 
Succinatoxidation in der CM bei Synechococcus effizienter zu arbeiten als in der ICM, in der 
ja auch die photosynthetische Aktivität lokalisiert ist. Zum anderen wurde keine spezifische 
Aktivität der Succinatoxidation in der CM von Synechocystis festgestellt. 
Wie bei Özceliks Untersuchungen der Succinatdehydrogenase von Anabaena variabilis [41] 
und Festetics` Versuchen [10] wurde auch bei Synechococcus die CM als die, was die 
respiratorische Umsatzrate betrifft, aktivere Membranfraktion ermittelt. 
Bei Synechocystis ist ein anderes Bild zu erkennen: Die photometrischen Messungen wurden 
in entsprechendem Umfang und anhand von mehreren unterschiedlichen Zellernten aus den 
mehrmals frisch angelegten Zellkulturen durchgeführt, zeigten jedoch keine 
succinatabhängige Reaktion der CM. In der Literatur finden sich allerdings  unterschiedliche 
Aussagen, was die Rolle von Succinat als Elektronendonor in der Atmungskette der 
Synechocystis-CM betrifft (wenngleich nicht in dem großen Stichprobenumfang wie in der 
hier behandelten Arbeit). So postuliert Festetics [10] eine deutlich erkennbare Aktivität der 
Succinatdehydrogenase in besagter Membran.  Bei Flasch [11] hingegen konnte eine solche 
Reaktion nicht nachgewiesen werden (interessanterweise auch nicht in der ICM!). Dass das 
Enzym in der Membran zu finden ist, belegte Maghakyan [31], wobei in dieser Arbeit mit α-
SDH-Antikörpern gearbeitet wurde. Die Aktivität der SDH wurde in letztgenannter Arbeit nur 
in der gereinigten ICM nachgewiesen, mittels Immunoblot wurde die Anwesenheit der 
Succinatdehydrogenase jedoch sowohl in der ICM als auch in der CM festgestellt. 
Aufgrund der nun vorliegenden Ergebnisse liegt der Schluss nahe dass in der CM von 
Synechocystis die SDH inaktiv vorliegt, in der ICM jedoch die gleiche Reaktions-
Charakteristik aufweist wie in anderen Cyanobakterien-Spezies. 
Ohne hier vorgreifen zu wollen sei noch erwähnt dass bei den anschließend behandelten 
Ganzzellversuchen der Radiorespirometrie das markierte Succinat von Synechocystis sehr 




Bei der Messung der CM von Synechocystis wurden mehrere Zellkulturen frisch angelegt, 
auch die Langzeitkulturen wurden erneuert, um bei den Resultaten sicherzugehen dass hier 
abweichend von vorhergehenden qualitativen Untersuchungen, keine Aktivität der 
Succinatdehydrogenase in der CM festzustellen war. 
 
 
Um die Reaktivität der Reagenzien und der Membranen bei Synechocystis festzustellen wurde 
auch Versuche mit anderen Substraten der Atmung durchgeführt, die positive Werte lieferten. 




























Abbildung 6.3: 120µg CM Synechocystis, 30µM Cytochrom c, ab Sequenz 20 1mM KCN, ab Sequenz 60 
3,75mM Succinat, ab Sequenz 140 60µM NADH 
 
Hier ist eine deutliche Reaktion auf die Zugabe von NADH zu erkennen, die relativ hohe 
Konzentration an Succinat allein, die davor zupipettiert worden war, ließ keine eindeutige 


























Abbildung 6.4: 120µg CM Synechocystis, 30µM Cytochrom c, ab Sequenz 1mM KCN, ab Sequenz 100 3mM 
Succinat, ab Sequenz 200 240µM NADH 
 
Abb. 6.4 zeigt einmal mehr einen Versuch, der die respiratorische Aktivität der Membran 
zwar belegt, die der Succinatdehydrogenase jedoch nicht erkennen lässt. Die höhere NADH-
Konzentration veranschaulicht dass die Zunahme an reduziertem Cytochrom c direkt 


























Abbildung 6.5: 120µg CM Synechocystis, 30µM Cytochrom c, ab Sequenz 20 0,1mM KCN, ab Sequenz 100 
0,75mM Succinat, ab Sequenz 200 3,75mM TTFA, ab Sequenz 300 240µM NADH 
 
Bei dem in Abb. 6.5 wiedergegebenen Experiment wurde zuerst versucht, die SDH mit 
Succinat zu stimulieren, was zu keinem erhöhten Anstieg an reduziertem Cytochrom c führte. 
Um nun festzustellen ob die dennoch erkennbare minimale Steigung der Kurve vielleicht mit 
einer Aktivität der SDH zu erklären ist und nicht den Grundanstieg, der auch nach KCN-
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Zugabe zu sehen ist, wurde der SDH-Inhibitor TTFA beigefügt. Da sich die Steigung durch 
diesen Schritt nicht änderte scheint eine Aktivität der Succinatdehydrogenase in der CM von 
Synechocystis unwahrscheinlich. Um nun wieder die generelle respiratorische Aktivität der 
Membran zu testen wurde wieder mit NADH gearbeitet, wodurch wieder ein deutlicher 

























Abbildung 6.6: 120µg CM Synechocystis, 30µM Cytochrom c, ab Sequenz 20 0,1mM KCN, ab Sequenz 100 
0,75mM Succinat, ab Sequenz 200 3,75mM TTFA, ab Sequenz 300 240µM NADH 
 
Hier noch ein weiterer Versuch nach gleichem Schema um die Konsistenz oben getätigter 
Aussage zu unterstreichen. 
 
 
Die verschiedenen Hemmstoff-Versuche mit Malonat (kompetitiver Inhibitor der 
Succinatdehydrogenase) und TTFA (spezifischer unphysiologischer Inhibitor der SDH, der 
genaue Wirkungsmechanismus ist noch nicht geklärt) wurden bereits im Kapitel 5 
beschrieben. Beide Inhibitoren wirken auf die succinatabhängige respiratorische Aktivität. 
Die entsprechenden Versuche wurden bei Cytochrom c- und Succinatkonzentrationen 
durchgeführt, die für längere Versuchsreihen geeignet sind (beides in entsprechendem 
Überschuss hinzupipettiert). 
 
Auch die Blockade der Atmungskette durch Antimycin A wurde untersucht. Antimycin A 
blockiert den Komplex III der Atmungskette, und somit letztendlich auch die Cytochrom 






























Abbildung 6.7: 3,8mM Succinat ab Sequenz 20 (1min), 140µg CM Synechococcus 30µM Cytochrom c, 1mM 
KCN, ab Sequenz 100 (5min) 0,4mM Antimycin 
 
Da in vorliegender Arbeit jedoch nicht die Cytochrom Oxidase Gegenstand der Versuche war 





Die Versuche mit ganzen Zellen und radioaktiv markiertem Substrat (C14-markiertes Succinat 
und Glucose) sollten semiquantitativ zeigen dass die Substrate durch die Respiration 
umgesetzt werden. Auch der kompetitive Inhibitor der Succinatdehydrogenase Malonat und 
der Inhibitor KCN, der den Komplex IV durch das Besetzen der Sauerstoffbindungsstelle 
hemmt, wurden auf ihre Wiksamkeit hin untersucht. Da bei dieser Methode die einzelnen 
Proben aufwendig zu bearbeiten sind und eine große Menge an Zellmaterial benötigen ist der 
Stichprobenumfang zu gering um quantitative Auswertungen zuzulassen. Die Relation 
zwischen dem veratmeten Kohlenstoff aus den Substraten und der Menge an C14 in den 
entsprechenden Substratmengen lassen jedoch Aussagen über das Vorhandensein der vom 










 % C14 aus CO2 
Succinatkonzentration Succinat +10mM KCN +2mM Malonat 
2,5mM 3,16324182 0,32704412 3,89075133 
5mM 1,74074004 0,17919155 1,46581891 




 % C14 aus CO2 
Succinatkonzentration Succinat +10mM KCN +8mM Malonat +10mM KCN 
+8mM Malonat 
2,5mM 1,70255916 0,50817699 1,92214734 0,35597276 
5mM 1,07358803 0,19705936 1,34137889 0,37043819 
7,5mM 1,16678915 0,16902903 1,07367942 0,23293535 
 
Bei beiden Spezies zeigt sich ein ähnliches Bild: 
Succinat alleine wird zu etwas mehr als 1% bis knapp über 3% umgesetzt. Die Zugabe von 
KCN drückt diesen Wert auf rund 1/10 (bei Synechococcus) bis etwas mehr als ¼ (niedrige 
Succinatkonzentration bei Synechocystis). Durch Zugabe von Malonat wird der 
Succinatumsatz etwas erhöht (meist um ca. 0,2% der zugeleerten Menge an Succinat). 
Diese Ergebnisse zeigen eine etwas höhere Umsatzrate in der Spezies Synechococcus, was 
sich auch mit den Erkenntnissen aus den photometrischen Untersuchungen deckt. 
Die präsentierten Werte sind Mittelwerte aus mehreren Messungen (76 Einzelauswertungen 
der unterschiedlichen Succinat-, Malonat-, KCN- und Glucosekonzentrationen in 
Zellsuspensionen beider Spezies) bei denen es auch immer wieder starke Abweichungen gab. 
Der Stichprobenumfang ist sehr wohl dazu geeignet einen Trend abzulesen, um die 
Ergebnisse in quantitativer Hinsicht zu fixieren wären jedoch wesentlich mehr Messpunkte 
nötig. 
 
Ein sehr interessantes Detail ist der gleich bleibende bzw. leicht angehobene Wert des 
Succinatumsatzes in Gegenwart von Malonat. Dass diese Substanz die SDH erfolgreich 
blockiert wurde schon bei der Auswertung der photometrischen Untersuchungen dargestellt. 
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In ganzen Zellen scheint dieser Effekt sich nicht in geringerem Substratumsatz auszuwirken. 
Ein möglicher Grund hierfür könnte ein Anstieg der SDH-Expression durch Erkennen der 
Substrat-Enzym-Komplexe sein, die ja auch beim kompetitiven Inhibitor entstehen. Dieser 
Effekt wäre in gereinigten Membranen auszuschließen, da in den Membranvesikeln keine 
Genexpression möglich ist. 
Diese interessanten Ergebnisse wären dann allerdings in einer gesonderten Untersuchung im 
Detail zu klären. 
 
Cyanid hemmt den Komplex IV und führt dadurch zu verminderter Sauerstoffreduktion. Dass 
nun bei  Versuchsansätzen mit diesem Inhibitor eine geringere Ausbeute an CO2 aus der 
Atmung erzielt wird bringt demnach keine neuen Erkenntnisse. Der Sinn dieser Messpunkte 
liegt auch eher darin die Atmung als Ursache für die erfassten Succinatumsätze zu 
identifizieren und nicht etwaige unspezifische Reaktionen. Dies wurde auch mit Glucose 
durchgeführt, ebenfalls um einen weiteren Kontrollwert zu erhalten und die Größenordnung 
der Reaktion im Vorfeld mit einem anderen Substrat auszuloten. 
 
Die Veratmung der Substrate Glucose und Succinat wurde also bei beiden Spezies positiv 
nachgewiesen. Die Wirksamkeit von KCN als Inhibitor der Atmung wirkte sich direkt auf die 
Ausbeute an CO2 aus. Malonat zeigte in ganzen Zellen erstaunlicherweise einen 
Succinatumsatz-fördernden Effekt, dessen Ursache zu klären noch offen bleibt. Weitere 
Untersuchungen mit ähnlichen Versuchsansätzen, vielleicht auch in größerem Umfang, 
könnten diese Frage klären und wohl auch neue aufwerfen. 
Auch wenn photometrische Messungen einen detaillierteren Blick auf die Vorgänge direkt in 
den Membranen zulassen und durch den hohen Grad an Reproduzierbarkeit auch quantitative 
Schlüsse erlauben, ist es zur Abrundung des „respiratorischen Gesamteindruckes“ durchaus 





Jede chemische Reaktion läuft grob vereinfacht nach folgendem Schema ab: 
 
S     P         A.1 
 
Hierbei stellt S das Substrat dar aus dem im Laufe der Reaktion das Produkt P hervorgeht. 
Bei katalysierten Reaktionen ist im Unterschied zu den spontan ablaufenden eine bestimmte 
Aktivierungsenergie von Nöten, in vielen biologischen Prozessen wird zur Herabsetzung 
dieses Widerstandes gegen die Umwandlung von Substrat zu Produkt ein Katalysator 
verwendet, ein sogenanntes Enzym. 
Dieses Enzym ist ein für die Reaktion essentieller Bestandteil, es geht aber unverändert aus 
dieser hervor. 
Die Konzentration an Enzymen ist normalerweise wesentlich geringer als die der Substrate. 
Weiters verändern Enzyme das Gleichgewicht zwischen Substrat und Produkt nicht. 
Folgenderweise kann also eine enzymatisch katalysierte Reaktion dargestellt werden: 
 
E + S       ES   → E + P       A.2 
 
Hier stellt k+1 die Geschwindigkeitskonstante der Bildung eines Enzym-Substrat-Komplexes 
dar, k-1 gibt die Geschwindigkeit der Rückreaktion an und k+2 die Geschwindigkeit der 




Besteht ein Fließgleichgewicht, auch „Steady State“ genannt, so ist die Geschwindigkeit der 
Bildung und die des Aufbrechens des Enzym-Substrat-Komplexes gleich groß. 
 
k+1* [E] * [S] = (k-1+k+2) * [ES]     A.3 
 
Die Michaeliskonstante Km ergibt sich aus der Umformung oben genannter Gleichung: 
 
([E] * [S])/[ES]=(k-1+k+2)/k+1=Km     A.4 
 
Diese Konstante gibt die Substratkonzentration [S] an bei der die Reaktion mit halber 
Maximalgeschwindigkeit (vmax/2) abläuft. Die Reaktionsgeschwindigkeit v ist proportional zu 
[ES] (Konzentration an Enzym-Substrat-Komplexen). 
 
v=k+2* [ES]        A.5 
 
Da die gesamte Enzymkonzentration ([ET]: totale Enzymkonzentration) als Konstante vorliegt 
die sich während der Reaktion aus den Teilen [E] und [ES] zusammensetzt und unabhängig 
von der Substratkonzentration ist (Annahme: Die Reaktion findet in einem Kompartiment 
statt das nicht dazu befähigt ist auf die Substratkonzentration mittels Neubildung/Abbau von 
Enzymen zu reagieren.) kann folgend formuliert werden: 
 
[ES]=([ET] * [S])/(Km+[S])      A.6 
 
Verwendet man nun diesen Term in der Gleichung A.5 so zeigt sich, dass: 
 







Solange die Konzentration an Substrat [S] wesentlich kleiner ist als Km ändert sich die 
Reaktionsgeschwindigkeit direkt proportional zu [S]. Nimmt [S] einen Wert an der weit über 
Km liegt, so ist die Reaktionsgeschwindigkeit konstant, die durch die Verfügbarkeit des 
Enzyms und die Reaktionsgeschwindigkeit vorgegebene Maximalgeschwindigkeit vmax ist 
erreicht. Somit kann dieser Fall durch folgende Gleichung dargestellt werden: 
 
Vmax=k+2*ET        A.8 
 
Setzt man nun wieder diesen Term in Gleichung A.7 ein, so erhält man: 
 
v=vmax* [S]/(Km+[S])      A.9 
 
Liegt nun vmax/2 vor, so erhält man aus Gleichung A.4, da ja nun [E]=[ES]: 
 
Km=[S]        A.10 
 
Setzt man nun A.9 und A.10 zusammen erhält man: 
 
v=vmax/2        A.11 
 
Praktisch hilfreich hat sich die doppelt reziproke Darstellung in Form des Lineweaver-Burk-
Diagramms zur Ermittlung der Michaeliskonstanten und der Reaktionsgeschwindigkeit 
herausgestellt: 
 
1/v=Km/vmax* [S] + 1/vmax      A.12 
 
Bei dieser Darstellung liegt der Hauptteil der Gewichtung bei den Werten mit niedriger 
Substratkonzentration. Da diese Methode sehr verbreitet angewendet wird ist sie im Sinne der 
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